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Chapitre 1: Contrôle du cycle cellulaire et maintien de l’intégrité génomique 
   
1 
 
Chapitre 1  : Contrôle du cycle cellulaire et maintien 
de l’intégrité génomique  
1. Le cycle cellulaire 
« Start », c’est ainsi que Lee Hartwell décide en 1974 d’appeler tous les évènements 
initiateurs du cycle cellulaire, régulés par de nombreux gènes identifiés grâce à de nouveaux 
mutants qu’il vient d’isoler chez la levure S. cerevisiae, baptisés gènes du cycle de division 
(CDC) (Hartwell et al., 1974). Parmi ces gènes, il accorde une importance fondamentale à 
CDC28 qu’il décrit comme contrôlant la première et primordiale étape du cycle cellulaire, 
initiatrice de la division (Hartwell, 2002). Un an plus tard, Paul Nurse découvre les mutants 
wee chez  S. pombe, qui contrôlent la mitose, notamment wee2 qu’il identifiera comme 
correspondant à cdc2, homologue de cdc28. En 1984, il prouva à ses collègues travaillant sur 
des modèles de mammifères que les levures était bien plus qu’une petite nuisance pouvant 
infecter leurs cellules, en identifiant la première kinase dépendante des cyclines (Cdk), Cdk1, 
« the human cdc2 », suggérant que tous les eucaryotes seraient contrôlés par un cycle 
cellulaire commun. Comme leur nom l’indique, les Cdks dépendent des cyclines , encore 
inconnues du temps de ces découvertes ; c’est en juillet 1982 que Tim Hunt découvre les 
cyclines dans des œufs d’oursins. Enfin la notion du MPF (Meiosis Promoting Factor) sera 
introduite et quelques années plus tard on comprendra que le MPF n’est autre que le 
complexe Cycline/Cdk (Hunt, 2002). Leland Hartwell, Paul Nurse et Tim Hunt recevront en 
2001 le prix Nobel de physiologie et de médecine pour l’ensemble de ces découvertes et 
ouvriront la porte à bien d’autres questions ... 
Le cycle cellulaire représente l’ensemble des étapes permettant à une cellule de se diviser 
pour donner deux cellules filles génétiquement identiques. Ce mécanisme est hautement 
régulé et conservé chez les eucaryotes. Afin d’aboutir à une division, la cellule mère passe par 
différentes phases. Ce processus peut être divisé en deux étapes : l’interphase qui permet à la 
cellule de se préparer à la division et l’étape ultime de division, la mitose, durant laquelle la 
cellule donne naissance à deux cellules filles. L’interphase est subdivisée en trois phases : G1 
(Gap 1), S (Synthèse) et G2 (Gap 2). La phase G1 est la plus longue, elle va permettre à la 
cellule de synthétiser des protéines, répliquer les organelles, et se préparer à la mitose. Elle 
sera suivie de la phase de synthèse qui est probablement la plus complexe puisqu’elle permet 




cette étape varie de 6 à 10 heures), et enfin la phase G2 qui permet  à la cellule d’entrer en 
Mitose. L’étape mitotique se subdivise en quatre phases : la prophase (condensation des 
chromosomes), la métaphase (alignements des chromosomes), l’anaphase (ségrégation des 
chromosomes) et enfin la télophase (décondensation et cytokinèse).  
1.1 Régulation du cycle cellulaire par les complexes cyclines/Cdks 
La progression dans le cycle cellulaire requiert l’activation des Cdks. Ces protéines sont une 
famille de serines thréonines kinases qui phosphorylent leurs cibles de manière coordonnée. 
En absence des cyclines (protéines activatrices des kinases), les Cdks sont inhibées par leurs 
interactions avec les protéines des familles des CKI (cyclin dependent kinase inhibitor) 
constitué de deux groupes les CIP/KIP (Cdk interacting protein/Kinase inhibitory protein) et 
les INK (Inhibitor of Cdk). C’est l’oscillation de l’expression des cyclines qui va permettre 
d’activer les Cdks de façon temporelle et précise. Il existe différentes familles de Cyclines et 
de Cdks qui interagissent de manière spécifique en fonction de la phase du cycle cellulaire. 
Ces interactions sont au cœur des transitions permettant la division cellulaire (Figure 1). Ces 
mêmes complexes Cyclines/Cdks peuvent, en cas de stress génotoxique, devenir la cible de 
protéines de contrôle, qui, par des modifications post traductionnelles inhibent les complexes 
cyclines/Cdks et activent les points de contrôle du cycle cellulaire, ce qui permet d’aretter 
momentanément la progression dans la cycle cellulaire.   
1.2 La transition G1/S 
Durant la phase G1, deux classes de cyclines opèrent : les cyclines D (D1, D2, D3) et les 
cyclines E (E1, E2), elles interagissent spécifiquement avec trois Cdks : Cdk4,Cdk6 pour les 
Cyclines D et Cdk2 pour les Cyclines E (Coqueret, 2002). En réponse à des stimuli tels que 
les facteurs de croissance, l’expression de la cycline D augmente en début de G1, ceci permet 
la formation des complexes Cycline D/Cdk4 et Cycline D/Cdk6, et un changement de 
conformation des Cdks qui conduit à leur phosphorylation par la kinase activatrice CAK (Cdk 
Activating Kinase) (Lolli and Johnson, 2005). Les complexes Cyclines D/Cdks activés vont 
cibler la protéine Rb (Rétinoblastome) dont le rôle est d’inhiber les facteurs de transcription 
de la famille des E2F. La phosphorylation de la protéine Rb par les Cdks au niveau de 13 sites 
consensus in vivo entraîne un changement de conformation qui libère le complexe E2F/DP 
(Dick and Rubin, 2013), entraînant l’expression des gènes d’initiation de la réplication 
notamment l’ADN polymérase, la Cycline E et la Cycline A (Bracken et al., 2004; Khanna, 
2009). Il est à noter que l’expression de la Cycline E a été observée en l’absence d’une 
activité E2F, de plus E2F ne peut induire la progression en phase S en absence de l’expression 
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de la Cycline E, suggérant que la cycline E est un effecteur du facteur E2F mais aussi un de 
ces activateurs (Coqueret, 2002). L’expression de la cycline E et sa stabilisation vont 
permettre son interaction avec Cdk2. Le complexe Cycline E/Cdk2 catalyse un certain 
nombre de réactions, notamment une hyperphosphorylation de la protéine Rb (Khanna, 2009; 
Narasimha et al., 2014), qui va agir telle une boucle positive activant E2F ; ceci ne sera 
possible qu’après déphosphorylation des sites Thr14 et Tyr15 de Cdk2 par Cdc25A. E2F est 
également un facteur de transcription de la protéine Cdc25A, le complexe CyclineE/Cdk2 
initie en fin de G1 la réplication via la phosphorylation du complexe pré réplicatif (pré-RC) et 
l’enchainement d’évènements de réplication qui sont détaillés dans le paragraphe suivant 
(Jones and Petermann, 2012). A la fin de la phase G1, Cdk2 phosphoryle la cycline E 
entrainant sa dégradation par le protéasome et la cycline A interagit avec Cdk2, ce qui permet 
l’entrée en phase S. 
 Il est à noter qu’un nouveau modèle précise le modèle précédent, ce dernier se base sur des 
études qui montrent qu’en présence des complexes Cycline D/Cdks la protéine Rb est encore 
active et inhibe E2F (Ezhevsky et al., 2001; Ezhevsky et al., 1997; Haberichter et al., 2007). 
Narasimha et al. ont montré que la protéine Rb est seulement mono-phosphorylée en présence 
du complexe CyclineD-Cdk4/6 et que cette phosphorylation est nécessaire mais pas suffisante 
pour la dissociation du complexe Rb-E2F, ce n’est qu’après son hyperphosphorylation 
CyclineE/Cdk2 dépendante que la protéine Rb est inhibée et E2F activé (Narasimha et al., 
2014).  
1.3 La transition G2/M 
 
Le complexe Cycline B/Cdk1 gouverne la transition G2/M. C’est en G2 que la cycline B, 
faiblement exprimée jusque-là, est phosphorylée par la kinase PLK1 (Polo Like Kinase 1), 
permettant sa relocalisation dans le noyau (Toyoshima-Morimoto et al., 2001; Yuan et al., 
2002) De plus la relocalisation du complexe CyclineA/Cdk1 au niveau du centrosome en fin 
de G2 augmentera également la translocation de la Cycline B au niveau du cytoplasme (De 
Boer et al., 2008), et durant la prométaphase, le complexe APC/C (Anaphase Promoting 
Complex Cyclosome) dégrade la Cycline A, ce qui stabilise la Cycline B (Gong and Ferrell, 
2010). L’interaction du complexe Cycline B/Cdk1 active Cdk1, cette activité sera amplifiée 
par la phosphorylation, CAK dépendante, de Cdk1 sur la Thr-161. Afin d’optimiser l’activité 
du complexe Cycline B/Cdk1, la protéine PLK1 active également Cdc25 « activateur du 
complexe » et inhibe wee1 et Myt1 « inhibiteurs du complexe » (Zitouni et al., 2014). Cdc25 




atteint son maximum d’activation en métaphase. L’activité de Cycline B/Cdk1 est de plus 
régulé par un double mécanisme de rétrocontrôle car le complexe activé augmente l’activité 
de Cdc25, et inhibe l’activité de Wee1. Le complexe Cycline B/Cdk1 contribue à la 
condensation et à l’alignement des chromosomes, lorsque les microtubules sont correctement 
attachés aux kinétochores, le complexe APC/C initie la polyubiquitination et la dégradation 
de plusieurs protéines, notamment la Cycline B1, permettant de finaliser la mitose (Pines, 
2006). 
 
Figure 1 : Représentation des complexes Cyclines/Cdks au cours du cycle cellulaire 
Les complexes Cyclines/Cdks contrôlent les transitions d’une phase à l’autre du cycle 
cellulaire, ces complexes sont régulés en amont par des kinases et des   phosphatases (Bruyere 
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1.4 La réplication chez les eucaryotes  
La réplication de l’ADN permet la duplication de l’information génétique d’une cellule. 
L’initiation de la synthèse se fait de manière spatiotemporelle et coordonne l’activation de 
plusieurs milliers d’origines de réplication le long du chromosome. Elle prend place dans la 
cellule parallèlement à d’autres mécanismes tels que la transcription et le remodelage de la 
chromatine, il est ainsi essentiel que la réplication soit finement régulée.  
Ce processus est extrêmement robuste, s’appuyant sur plusieurs paramètres : 1) tout d’abord 
la fidélité, grâce aux polymérases et aux systèmes de vérification qui s’y associent, tel que le 
MMR (mismatch repair) ; 2) ensuite, la coordination des évènements, puisque les origines de 
réplication ne seront activées qu’une seule fois par cycle cellulaire, même si le génome 
possède un large excès de pre-RCs, assemblésavant la phase S, seules certaines d’entre elles 
seront activées ; 3) enfin, la progression de la réplication se fait en présence de plusieurs 
facteurs réplicatifs qui stabilisent le réplisome et permettent de faire face aux obstacles 
(Magdalou et al., 2014).  
Au début de chaque division cellulaire, la totalité du matériel génétique doit être dupliquée 
sans erreur. Cette étape dépend de la mise en place des origines de réplication qui sont de 
l’ordre de 30.000 à 50.000 chez l’Homme. Plusieurs de ces origines seront initiées au cours 
d’un cycle de synthèse grâce aux protéines d’initiation qui permettent l’établissement d’une 
fourche de réplication et le recrutement des enzymes nécessaire à l’ouverture de l’ADN et à 
sa synthèse (Leonard and Mechali, 2013). A la fin de la réplication, une copie du génome sera 
transmise à chacune des cellules filles, qui posséderont un brin parental et un brin 
néosynthétisé. Ce mécanisme est conservé chez les procaryotes et les eucaryotes et est défini 
comme étant semi-conservatif, la double hélice d’ADN s’ouvre au cours de la réplication et 
permet la duplication des deux brins parentaux en formant la fourche de réplication.  
La réplication peut être scindée en deux étapes distinctes : l’initiation qui détermine les loci 
chromosomiques où les fourches seront mises en place et l’élongation qui va permettre de 
synthétiser l’ADN de manière bidirectionnelle par rapport à la position d’initiation. 
1.4.1 L’initiation de la réplication chez les eucaryotes  
L’initiation de la réplication se fait en deux étapes, tout d’abord la formation du complexe pré 
réplicatif (pré-RC)  au niveau des origines de réplication choisies en G1 ; ensuite l’activation 
de ce complexe au cours de la phase S par le biais de diverses phosphorylations (Figure 3) 




1.4.1.1 La formation du complexe pré-réplicatif (pré-RC) 
Contrairement aux procaryotes qui initient leur réplication au niveau d’un seul site, les 
eucaryotes possèdent plusieurs sites d’initiation appelés origines de réplication, ces origines 
sont reconnues par les complexes ORC (Origin Recognition Complex) qui sont composés de 
six sous unités, Orc1-Orc6, possédant des motifs qui facilitent leur association à l’ADN 
(DNA binding motifs). Chez certains eucaryotes tels que S.cerevisiae, une séquence 
spécifique des origines a été identifiée (ARS « autonomous replication sequence »). En 
revanche aucune séquence consensus n’a été mise en évidence chez les eucaryotes supérieurs. 
Chez l’Homme, il a été montré que plus de la moitié des origines étaient situées à proximité 
d’îlots CpG, et également à proximité de sites de liaison des facteurs de transcription c-jun et 
c-fos (Cadoret et al., 2008). 
La fixation des Orc au niveau des origines nécessite une hydrolyse d’ATP qui permet des 
changements de conformation, activant l’initiation de la réplication (Leman and Noguchi, 
2013; Scholefield et al., 2011). L’assemblage des Orc est régulé : afin d’éviter la re-
réplication, cet assemblage ne se fait qu’après la mitose ; dans les cellules humaines, il a lieu 
à la transition M-G1, de plus, Orc1 est dégradé au cours de la phase S et re-synthétisé durant 
la transition M-G1 qui suit (Saha et al., 2006). En fin de Mitose et début de G1 les protéines 
Cdt1 (Chromatin licensing and DNA replication factor 1) et Cdc6 (Cell division cycle protein 
6) s’associent aux Orc et permettent le recrutement du complexe hexamèrique MCM2-7 
(simplifié en MCM pour Mini Chromosome Maintenance). Le complexe pré-RC est 
maintenant formé. Ce complexe ne se forme qu’en début de G1 lorsque l’activité du 
complexe APC/C (Anaphase Promoting Complex or Cyclosome) est élevée, car elle dégrade 
les cyclines des phases S et G2/M. Lorsque les cyclines de la phase G1 sont exprimées, 
l’activité des Cdks de G1 augmente, ce qui permet d’inhiber l’activité APC/C par la 
phosphorylation de la protéine adaptatrice du complexe « Cdh1 ». Les Cyclines de phase S 
peuvent alors être exprimées et permettre l’initiation de la réplication (Siddiqui et al., 2013). 
Comme nous l’avions évoqué, plusieurs complexes Orc sont formés et s’associent aux 
origines de réplication à la transition M/G1. Cependant, un complexe pré-RC n’est pas 
systématiquement initié, c’est ce qui est défini comme des origines dormantes, elles se 
révèlent d’une extrême importance en cas de ralentissement ou de blocage de la fourche. En 
effet, elles permettent l’initiation d’évènements de réplication à proximité de la fourche 
bloquée en quelques minutes. Ces origines dormantes seraient sous le contrôle de protéines 
impliquées dans l’activation du point de contrôle de la réplication telles que ATR et Chk1 
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dont l’absence engendre une augmentation du nombre d’origines initiées en phase S (Masai et 




Figure 2 : Chargement du Pré-RC sur les origines potentielles 
L’origine, dont on ignore la nature chez les mammifères, est reconnue par l’hétéro-hexamère 
ORC1-6. Le complexe Orc est reconnu par Cdt1 et Cdc6. Mcm9 intervient dans le 
chargement de l’hétéro-hexamère MCM2-7. Deux complexes MCM sont associés à l’Orc. Le 
complexe de pré-réplication est assemblé en G1 (modifié à partir de (Mechali, 2010)). 
1.4.2 Initiation de la réplication et activation des kinases en phase S  
La maturation du complexe de Pré-Réplication en complexe d’initiation (IC) n’a lieu qu’à la 
transition G1-S. Deux types de complexes protéiques, le complexe DDK (Dbf4-dependent 
kinase Cdc7) et les complexes Cycline A ou E associé à Cdk2, vont permettre le recrutement 
de facteurs activateurs du pré-RC, les co-activateurs de l’hélicase MCM qui sont Cdc45 et 
GINS (go-ichi-ni-san). Les cibles de ces kinases sont encore mal connues, chez la levure il a 
été montré que les Cdks de la phase S étaient requises pour la phosphorylation des facteurs 
Sld2 et Sld3 nécessaires au recrutement  de Cdc45 et GINS et à l’initiation de la réplication. 
En revanche, le rôle de leur orthologue respectif chez les métazoaires, RecQ4 et Treslin/Ticrr, 
fait encore l’objet d’études. Il a par exemple été récemment montré que Treslin interagissait 
avec TopBP1 de façon Cdk2 dépendante et que cette interaction était nécessaire pour le 
recrutement de Cdc45 (Kumagai et al., 2010; Masai et al., 2010; Masumoto et al., 2002; 




Le complexe DDK activé est recruté par MCM au niveau du réplisome, il favorise le 
recrutement de Cdc45 via la phosphorylation de plusieurs sous unités de MCM, avec une 
préférence pour la sous unité MCM2 (Jones and Petermann, 2012; Masai et al., 2010). Il a été 
montré in vitro que ces phosphorylations seraient fortement stimulées par des 
phosphorylations initiatrices Cdk dépendantes (Masai et al., 2000). Le complexe GINS 
s’associe au complexe MCM et est requis pour la stabilité de Cdc45 sur le brin naissant 
(Depamphilis et al., 2012), c’est ainsi que le complexe CMG (Cdc45-MCM-GINS) est formé, 
il possède une activité hélicase permettant la mise en place de la fourche de réplication. 
1.4.3 Chargement des polymérases réplicatives et élongation 
Une fois le complexe d’initiation formé, la réplication nécessitera l’ouverture de la double 
hélice et le recrutement des polymérases réplicatives (Pol ,  et ). Les protéines Cdc45 et 
GINS initient un réarrangement conformationel qui va permettre aux deux complexes CMG 
de se séparer afin de permettre l’ouverture de double chaine d’ADN et la formation de la 
fourche de réplication. La protéine MCM10 semble également essentielle à cette étape de 
l’initiation puisqu’elle interagit avec les différents composants du réplisome, notamment 
Cdc45, MCM2-7, GINS, Orc, et RPA (Replication Protein A) et elle permet la stabilisation de 
Cdc45 lors de l’ouverture de la double chaîne d’ADN (Thu and Bielinsky, 2014). Ceci va 
conduire au recrutement de RPA et des polymérases à la fourche. Le complexe enzymatique 
pol α/primase va permettre la formation d’amorces ARN/ADN qui seront prises en charge par 
les polymérases δ et ε sur les deux brins néoformés. L’association des polymérases avec la 
protéine PCNA (Proliferating Cell Nuclear Antigen) stabilise leur interaction avec l’ADN. 
Sur le brin matrice 3’-5’, la réplication sera continue, en revanche l’élongation du brin 
discontinu nécessite la constante initiation de fragments d’Okazaki et le recrutement continu 
de la protéine PCNA par le complexe RFC (Replicating Factor C). Ces deux facteurs sont 
également nécessaires pour réguler les « Switch » entre la polymérase α/primase et les 
polymérases réplicatives, et indispensables pour le recrutement de FEN1 (Flap 
EndoNuclease-1) et de la Ligase I nécessaires à la jonction des fragments d’Okazaki (Jones 
and Petermann, 2012; Leman and Noguchi, 2013). 
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Figure 3: Initiation de la réplication 
Le complexe pré-RC est converti en complexe d’initiation (IC) par le recrutement de Cdc45 et 
GINS qui forment un complexe avec l’hélicase MCM et l’activation du complexe à la 
transition G1-S suite à l’activation des kinases de la phase S. L’ouverture de l’ADN permet le 
recrutement des polymérases et l’initiation de la réplication (modifiée à partir de (Mechali, 
2010). 
1.4.4 Importance de la régulation de la réplication  
Afin de réguler la réplication, notamment pour éviter la réinitiation d’origines de réplication 
au cours de la phase S, la cellule met en place des mécanismes de contrôle empêchant la 
formation des complexes pré-RC. Cette régulation se fait à deux niveaux : 
1.4.4.1 La régulation de l’expression de Cdt1  
Tout d’abord l’augmentation de l’activité kinase en phase S entraine la phosphorylation de 
Cdt1 qui sera redirigé vers le protéasome. En parallèle l’action de la Géménine, une protéine 
dont l’expression augmente de façon inversement proportionnelle à Cdt1 va permettre 
d’inhiber Cdt1 au cours des phases S et G2 en formant un complexe avec Cdt1, ce qui 
empêche son interaction avec le complexe MCM. Cette double régulation inhibitrice assure 
l’absence de Cdt1 en phase S et réduit tout risque de re-réplication (Depamphilis et al., 2012; 
Masai et al., 2010). 
1.4.4.2 La régulation de l’activité kinase  
Un autre niveau de régulation concerne l’activité des Cdks, en effet l’augmentation de 




entraînant leur exclusion du noyau. De plus, la phosphorylation des MCM et des Orc empêche 
le ré-assemblage du complexe pré-RC (Depamphilis et al., 2012; Masai et al., 2010). 
 
 
2. Les sources de stress génotoxiques 
Les cellules sont soumises en permanence à différents stress génotoxiques (stress oxydant, 
UV, radiations ionisantes (RI)…). Ces stress qui peuvent être endogènes (par exemple liés à 
des réactions enzymatiques) ou exogènes (facteurs environnementaux ou traitements 
thérapeutiques) vont endommager l’ADN, ralentir la dynamique de réplication puis bloquer 
les fourches de replication, et les mécanismes mis en jeu pour répondre à ces stress peuvent 
conduire à de l’instabilité génomique. Deux types de stress vont être détaillés par la suite, les 
RI et le stress réplicatif. 
2.1 Les rayonnements ionisants  
2.1.1 Définitions 
Un rayonnement est défini comme un processus d’émission ou de transmission d’énergie sous 
la forme d’ondes électromagnétiques ou de particules. Cette énergie peut être absorbée par un 
atome ou une molécule. Les rayonnements peuvent être ionisants ou non ionisants. 
Un rayonnement est dit ionisant lorsqu’il possède une énergie suffisamment importante  pour 
pouvoir arracher un électron aux atomes qui constituent la matière. Cette énergie seuil est de 
30 électrons-volts. On distingue deux types de RI : les rayonnements électromagnétiques 
(Rayons X ou gamma) et les rayonnements particulaires (α et β). 
Lorsque l’énergie d’un rayonnement est insuffisante pour engendrer des réactions 
d’ionisations on parle de rayonnement non ionisant, les plus connus sont les ultra-violets 
(UV). Ils peuvent toutefois transférer leur énergie au cortège électronique des atomes du 
milieu pour les amener à un état excité.  
2.1.2 Effets cellulaires des RI et conséquences biologiques 
L’irradiation d’une cellule génère une succession de processus au cours du temps, divisé en 
trois phases distinctes (Figure 4) : (1) la phase physique : durant laquelle a lieu l’interaction 
entre les particules et l’atome du tissu cible, cette interaction peut être directe, dans ce cas il 
en résulte une ionisation de la molécule d’intérêt (par exemple une molécule d’ADN). L’effet 
peut être indirect, dans ce deuxième cas ce sont les produits de la radiolyse de l’eau qui 
interagissent avec les molécules contenues dans les cellules. L’effet indirect est largement 
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majoritaire dans les conditions habituelles car les milieux biologiques sont à 70% constitués 
d’eau; la probabilité que les RI interagissent avec l’eau plutôt qu'avec des macromolécules 
(comme les molécules d’ADN) est donc beaucoup plus importante. (2) la phase chimique : 
c’est la phase durant laquelle les atomes et molécules endommagés réagissent avec d’autres 
composants. En effet l’ionisation va générer des radicaux libres tel que les molécules (OH), 
dont la succession de réactions entraine un endommagement des molécules adjacentes. Les 
principales cibles biologiques des radicaux issus de la radiolyse de l'eau sont les constituants 
des acides nucléiques (désoxyribose, bases), les lipides insaturés des membranes cellulaires, 
et certains acides aminés. Nous nous préoccuperons dans ce qui suit uniquement des 
dommages produits sur les molécules d’ADN. (3) la phase biologique : c’est au cours de cette 
phase que la cellule met en place les mécanismes de réparation de l’ADN, d’apoptose, d’arrêt 
du cycle cellulaire, dans les cas extrêmes, cette réponse conduit à la cancérogénèse (Albert 







Lorsqu’une cellule est exposée à des RI, les protéines, les lipides et l’ADN de la cellule sont 
endommagés et l’une des premières problématiques ayant été posée en radiobiologie était de 
comprendre quel était le point critique pour une cellule irradiée. Il est de nos jours établi que 
ce point critique est incontestablement l’ADN, et que toute modification de la structure de 
Figure 4: Effet de l’exposition d’un système biologique aux RI au cours du temps 
L’irradiation d’un système biologique induit une succession de processus composé de trois 
phases : la phase physique durant laquelle ont lieu les évènements d’ionisation et d’excitation, 
la phase chimique au cours de laquelle les réactions chimiques se propage dans la cellule, et la 
phase biologique qui permet de répondre aux stress générés par les deux phases précédentes 




l’ADN ou des mécanismes de réparation entraine un stress génotoxique. La réponse des 
cellules à ces dommages se traduira par : 
 
 l’activation de voies de signalisation modifiant l’expression des gènes ou les 
propriétés (phosphorylation) d’un grand nombre de protéines ;  
 une altération de la progression du cycle cellulaire ;  
 des mutations et des aberrations chromosomiques, souvent une aneuploïdie ;  
 une modification du phénotype cellulaire ;  
 la mort cellulaire (mort clonogénique) ou perte de la capacité proliférative, qui 
constitue l’effet recherché pour la stérilisation des tumeurs en radiothérapie. 
 
L’ampleur de ces diverses manifestations dépend de la dose de rayonnement absorbée par les 
cellules cibles, et leurs effets sont échelonnés dans le temps. On peut ainsi distinguer : 
 la reconnaissance précoce des dommages (quelques secondes) ; 
 la signalisation (quelques minutes) et la réparation des lésions (quelques dizaines de 
minutes) ;  
 l’induction, ou la répression de l’expression de certains gènes (quelques heures) ; 
 la mort cellulaire (quelques heures à quelques jours) ; 
 l’instabilité génomique (quelques jours à plusieurs années)(Tubiana, 2008). 
 
On peut distinguer différents types de dommages radio induits : les modifications de bases, 
les cassures simples et double brin et les pontages intra-brin, inter-brin de l’ADN ou ADN-
protéine. Chez les mammifères, la fréquence des lésions induites par unité de RI (Gray ou Gy) 
après une irradiation gamma a été estimée à 850 lésions de type pyrimidine, 450 lésions 
purine, 1000 cassures simple brin et entre 20 et 40 cassures double brin (CDB) (Cadet et al., 
2008; Leatherbarrow et al., 2006). Chaque type de lésion va être réparé par un mécanisme 
cellulaire spécifique. Le BER est la voie de réparation majoritaire pour la réparation des 
lésions des bases de l’ADN et est la plus polyvalente puisqu’elle intervient aussi bien dans la 
réparation des dommages de bases dus à des agents oxydants, alkylants ou de désamination 
(Kavli et al., 2007; Lindahl, 1993; Sedgwick et al., 2007). De plus, les cassures simple-brin 
générées par les ROS, les produits dérivés du métabolisme cellulaire ou l’irradiation (X et ) 
sont réparées par la voie de réparation des cassures simple-brin (SSBR) qui utilise les 
protéines du BER et n’en différe que dans les étapes initiales de reconnaissance des lésions. 
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En effet, les premières étapes de reconnaissance du dommage et d’élimination des lésions de 
l’ADN sont spécifiques de chaque voie, alors que les dernières étapes qui impliquent le 
remplissage de la brèche, et la ligation de l’ADN leur sont communes. Le SSBR commence 
par la détection des SSBs par des protéines spécifiques parmi lesquelles PARP-1 est celle qui 
a le plus d’affinité pour ces lésions. Le BER répare les lésions de bases selon deux sous-voies 
dans les étapes finales : le Short-patch et le Long-patch. Dans les deux cas, l’étape initiale 
passe par la reconnaissance de la(es) base(s) endommagée(s) qui va déterminer la spécificité 
de la réparation (Robertson et al., 2009). Les CDB représentent une classe minoritaire de 
dommages radio induits, cependant la réparation de ce type de cassure est primordiale pour la 
cellule car une seule CDB peut être létale. Ces dommages peuvent être induits directement 
par l’effet des radiations, ou être la conséquence d’une conversion d’autres type de dommages 
tels que les dommages de base ou de sucre qui suite à une accumulation de plusieurs 
dommage définit comme étant des «  lésions complexes », sont pris en charge par le 
mécanisme de réparation par suture non homologue (NHEJ pour Non Homologous End 
Joigning) (Malyarchuk et al., 2008). La réparation des CDBs par recombinaison homologue 
(HR) est également importante pour la survie cellulaire, l’inhibition des protéines de 
réparation des CDB entraine une radio-sensibilisation (Adar et al., 2009; Zafar et al., 2010). 















Après exposition à des RI, les principales lésions de l'ADN observées sont des cassures 
simple-brin, des modifications de bases, des sites abasiques, des pontage ADN-protéine, des 
Figure 5: Représentation schématique des lésions de l’ADN induites par les effets 




dimérisations entre deux bases adjacentes (par exemple des dimères de pyrimidine) 
photoproduits et des cassures doublebrin (Tubiana, 2008). 
2.1.3 Radiosensibilité et cycle cellulaire  
Des variations dans la radiosensibilité cellulaire ont été observées en fonction des phases du 
cycle cellulaire, les cellules de mammifères présentent ainsi une radiosensibilité augmentée en 
M et un maximum de radiorésistance en phase S (Tubiana, 2008). La sensibilité des cellules 
en mitose peut être associée à l’état chromatinien condensé qui peine à engager les 
mécanismes de réparation rapidement, de ce fait l’hyper-radiosensibilité en M est corrélée à 
un taux accru de cassures chromosomiques. La radiorésistance en phase S serait associée à la 
capacité optimale de réparation des cellules en phase de Synthèse liée à la nécessité de pallier 
les erreurs de réplication qui conduisent à la formation de CDB spontanées (endogènes) à 
hauteur d'environ 50 CDB par cycle (Vilenchik and Knudson, 2006). Des études ont 
également montré que la radiorésistance en phase S était associée à l’augmentation de la 
fréquence de réparation par recombinaison homologue (Tamulevicius et al., 2007; Wilson et 
al., 2010). Ces résultats sont en cohérence avec l’observation récente d’une augmentation de 
la radiorésistance de cellules issues de tumeurs gliales ayant une fréquence de recombinaison 
homologue élevée (Lim et al., 2012; Nicolay et al., 2012). 
2.2 Le stress réplicatif  
Finaliser la réplication de l’ADN avec un minimum d’erreurs est une étape critique qui 
permet de prévenir les dégénérescences cellulaires. Cela requiert l’intervention de centaines 
de protéines impliquées dans les processus de réparation et de réplication. Cependant, étant 
donné la taille du génome et la diversité des sources endogènes et exogènes pouvant induire 
un stress au cours de la phase S, phase ou le génome est particulièrement vulnérable, certaines 
lésions peinent à être réparées ce qui entraine des collisions avec la machinerie de réplication, 
induisant ainsi un stress réplicatif. Dans cette partie nous développerons de manière précise 
les causes majeures et les conséquences du stress réplicatif. 
2.2.1 Définition du stress réplicatif 
Un stress réplicatif peut être défini comme toute modification anormale des paramètres de 
réplication. Au cours de la progression de la réplication, l’incorporation de nucléotides et la 
progression des ADN polymérases peuvent être gênés par une multitude d’obstacles, ces 
obstacles ont été définis comme étant des RFB (Replication Fork Barriers) (Lambert and Carr, 
2013a). Ils peuvent être endogènes tel qu’un ralentissement de la vitesse de réplication, une 
modification du profil d’activation des origines, des régions difficiles à répliquer (Fernandez-
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Capetillo and Nussenzweig, 2013) ou exogènes, dûs à des agents inducteurs de dommages 
tels que les RI, les inhibiteurs de topoisomérases ou de ribonucléotides réductases. De 
manière générale, les perturbations de la réplication peuvent entrainer des arrêts de la fourche 
(stalling) ou des effondrements (collapse). La différence majeure entre ces deux définitions se 
situe au niveau du redémarrage. En effet, une fourche arrêtée peut redémarrer facilement, 
lorsque la drogue est éliminée par exemple. En revanche, si la fourche arrêtée n’est pas 
stabilisée par le biais des protéines du point de contrôle en phase S (que nous développerons 
plus en détail ci-dessous), elle s’effondre, le réplisome est démantelé, et le découplage du 
complexe hélicase /polymérase entraine une accumulation d’ADN simple brin (ssDNA) non 
protégé. Ces régions sont exposées aux exonucléases qui peuvent cliver la fourche et 
engendrer des lésions double brin, ou encore elles peuvent s’apparier de façon inadéquate à 
l’ADN complémentaire et altérer l’intégrité du génome (Paulsen and Cimprich, 2007). Une 
fourche s’étant effondrée ne redémarrera qu’après intervention de protéines spécifique du 
redémarrage des fourches notamment Mre11, PARP-1 et Rad51 (Bryant et al., 2009).  
Plusieurs profils de réponse au stress réplicatif ont pu être observés en fonction du type et de 
la longueur du dommage induit ou encore du type de facteur intrinsèque ayant entrainé le 
blocage, que ce soit en termes d’activation du point de contrôle en phase S ou en termes de 
conséquences après effondrement de la fourche (Lambert and Carr, 2013a) ; ci-dessous nous 
discutons un certain nombre d’entre eux.   
2.2.2 Les différentes causes de stress réplicatif 
2.2.2.1 Les obstacles naturels de la fourche de réplication  
La transcription représente une source majeure de stress réplicatif, car la collision entre 
machinerie de réplication et de transcription peut entrainer un désassemblage ou une réversion 
de la fourche de réplication. Ce phénomène est très complexe chez les eucaryotes où le 
nombre d’origines de réplication est élevé. Afin de réduire ce type de stress, la cellule régule 
ces deux processus de manière spatio-temporelle en les activant de façon distincte tout au 
long de la phase S, c’est ainsi que des analyses de microscopie ont pu montrer l’existence de  
clusters de transcription et de réplication complètement indépendants (Magdalou et al., 2014; 
Wei et al., 1998). Un autre mécanisme par lequel la transcription peut engendrer un stress 
réplicatif consiste en la formation d’hybrides ADN/ARN au cours de la transcription. Ces 
structures appelées R-loops sont génotoxiques, elles peuvent induire la formation de G-
quadruplexes, bloquer la fourche, conduire à l’apparition de cassures à la fourche (Bermejo et 




Certaines régions du génome sont plus difficiles à répliquer, elles sont communément 
appelées sites fragiles (« commun fragile sites »). Cette fragilité peut être due à un 
enrichissement en bases nucléiques A et T, ces régions pouvant former des structures 
secondaires, (Ozeri-Galai et al., 2011) ou à un nombre d’origines de réplication réduit qui 
conduit à une incapacité à activer des origines latentes en cas de stress réplicatif. De plus ces 
sites sont souvent associés à de longs gènes au niveau desquels la collision entre la 
machinerie de transcription et la machinerie de réplication entraine facilement des lésions. Il a 
été montré que la réplication de ces régions était continuellement perturbée et extrêmement 
sensible au stress réplicatif (Magdalou et al., 2014). 
Une activation excessive des origines de réplication peut également être associée à un stress 
réplicatif, il a récemment été montré que la surexpression des oncogènes Cycline E, c-myc et 
h-Ras augmente les évènements d’initiation de réplication (Bartkova et al., 2006; Di Micco et 
al., 2006; Dominguez-Sola et al., 2007). Jones et al. ont également montré qu’en plus d’une 
augmentation des évènements d’initiation, la surexpression de la Cycline E conduit à un 
accroissement des conflits entre la transcription et la réplication, générant des cassures double 
brin au niveau des fourches bloquées (Jones et al., 2013). De plus l’augmentation des 
évènements de réplication limite le pool de désoxyribonucléotides triphosphates (dNTPs), ce 
qui est délétère pour la cellule (Magdalou et al., 2014). 
2.2.2.2 Importance de l’équilibre du pool de dNTPs  
Il a été largement établi qu’une carence ou un déséquilibre du pool de dNTPs influence 
différents aspects de la réplication, notamment le choix des origines de réplication, la vitesse 
de réplication, les distances inter-origines et l’usage des origines dormantes (Anglana et al., 
2003; Poli et al., 2012). Toute variation de ces paramètres peut impacter sur le stress replicatif 
(Magdalou et al., 2014). De plus, le pool de dNTPs est d’une importance majeure dans la 
maintenance de l’intégrité du génome et c’est particulièrement le cas du pool de pyrimidine 
dont les variations sont associées à une instabilité génétique et des transformations 
oncogéniques (Bester et al., 2011; Burrell et al., 2013; Chabosseau et al., 2011). Par 
conséquent, la synthèse des dNTPs est essentielle à la réplication et à la réparation de l’ADN, 
ce processus complexe dépend de deux voies majeurs que nous développons ci-dessous: la 
synthèse de novo et la voie de sauvetage (Figure 6).  
2.2.2.2.1 Les voies de synthèse des dNTPs  
Dans tous les organismes cellulaires, la ribonucléotide reductase (RNR) permet de convertir 
les ribonucléosides diphosphates (NDP) en déoxyribonucléotides triphosphates dNTPs 
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(Nordlund and Reichard, 2006), ces dNTPs sont requis pour la réplication et la réparation via 
la substitution du 2’-OH du ribonucléoside en di ou triphosphate par un atome d’hydrogène. 
La RNR peut produire quatre dNDPs : dADP dGDP dCDP et dUDP. Le pool de dNTPs est 
ainsi limité par l’activité de la RNR qui est hautement régulée via différents processus. La 
synthèse du dTTP est particulière puisque la RNR ne peut former de dTDP (Figure 6). Le 
dTTP peut être synthétisé par la thymidilate synthase (TS) à partir du dUMP, lequel provient 
soit de la pyrophospholyse du dUTP soit de la désamination du dCMP. La thymidilate kinase 
(TMPK) convertit ensuite le dTMP en dTDP (Saada, 2009). Alternativement, la thymidine 
peut être phosporylée par la thymidine kinase (TK), une enzyme de la voie de sauvetage. La 
voie de sauvetage permet aussi de convertir les autres dNs (déoxyribonucléosides) en dNTP 




Figure 6: Les voies de synthèse des dNTPs 
La voie de synthèse de novo utilise la RNR pour convertir les ribo-en déoxyribo-nucléotides 
(dNTP). Les voies de sauvetage sont les voies qui permettent aux cellules de récupérer les 
déoxyribonucléosides (dNs) pour les convertir en dNTPs sans intervention de la RNR. Les 
enzymes intervenant sont encadrées en gris. TS: thymidilate synthase, TK: thymidine kinase, 
dCK: deoxycytidine kinase, TMPK: thymidilate kinase, NMPK: kinase des nucléosides 
monophosphate, NDPK: kinase desnucléosides diphosphates. Les substrats sont les différents 
dérivés des purines (Adénine, A et Guanine, G) et des pyrimidines (Thymine, T, Uridine,U et 
Cytosine, C). L’ensemble de ces voies approvisionne la cellule en dNTPs pour la réplication 





2.2.2.2.2 Régulation de la RNR 
Plusieurs mécanismes permettent la régulation de l’activité de la RNR et par conséquent du 
pool de dNTPs produit, soit par une régulation transcriptionnelle de l’enzyme, soit par une 
relocalisation des sous unités ou encore par une action sur les inhibiteurs de l’activité 
enzymatique de la RNR.  
La RNR est tout d’abord régulée au niveau transcriptionnel, en effet les gènes codant les deux 
sous unités R1 et R2 sont induits au cours de la phase S. La sous unité R1 possède un temps 
de demi-vie élevée (entre 18 et 24h), par conséquent son expression ne varie pas au cours du 
cycle, en revanche l’expression de la sous unité R2, qui est sous le contrôle du facteur de 
transcription E2F, augmente en phase S, permettant l’activité enzymatique de la RNR. En G2, 
l’enzyme est phosphorylée de façon Cdk dépendante et redirigée vers le protéasome.  
La RNR est également régulée de façon allostérique, de ce fait son activité enzymatique 
augmente en présence de ses effecteurs (Aye et al., 2014; Shao et al., 2013). Enfin, il a été 
montré que sa localisation qui influe sur son activité enzymatique dépendrait de la proportion 
de dNTPs dans la cellule (Liu et al., 2005). Cependant il faut noter que certaines études ont 
suggéré que la synthèse de dNTPs prenait place dans le cytoplasme (Engstrom et al., 1984) 
alors que d’autres suggèrent que les sous unités de la RNR ne sont assemblées qu’une fois 
dans le noyau (Reddy and Fager, 1993), de ce fait cette aspect de la régulation est encore sujet 
à discussion.  
2.2.3 Les drogues induisant des stress replicatif 
L’hydroxurée (HU) est probablement l’un des inhibiteurs de RNR les plus utilisés en 
recherche. Par son action sur la sous unité R2, il permet de réduire le pool de dNTPs, 
provoquant un ralentissement, voire une inhibition de la synthèse d’ADN proportionnellement 
à la réduction des pools puriques, par un arrêt des ADN-polymérases (Collins and Oates, 
1987; Hustedt et al., 2013). Les effets du HU sont réversibles dès élimination de la drogue et 
ils dépendent des concentrations et des temps d’exposition. Ainsi, par exemple, dans les 
cellules de mammifères, une exposition de 2h au HU à 2mM va induire un ralentissement de 
la fourche sans formation de dommages de l’ADN alors qu’un traitement plus long (plus de 
12h), à la même concentration, va induire des cassures double brin et un arrêt des fourches de 
réplication (Petermann et al., 2010; Saintigny et al., 2001). Cet inhibiteur s’est avéré efficace 
en clinique, dans le traitement de la drépanocytose (Agrawal et al., 2014) et en onco-
hématologie.  
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L’aphidicoline (APH) agit par l’inhibition des ADN polymérases, sans affecter les hélicases, 
par conséquent l’ADN polymérase est bloquée alors que les hélicases MCM continuent à 
générer de l’ADN simple brin (ssDNA). Ce découplage du complexe helicase/polymérase 
génère un stress réplicatif qui active le point de contrôle en phase S (Hustedt et al., 2013).  
La Camptothécine cible la topoisomérase I dont rôle principal est de relâcher la torsion 
rotationnelle de l'ADN pendant les processus de transcription et de réplication. Elle forme un 
complexe avec l'ADN grâce à une liaison covalente avec une extrémité 3'. Ce complexe, 
stabilisé par la présence de la Camptothécine, entrerait en collision avec une fourche de 
réplication, ce qui produirait des coupures double brin de l'ADN, à l'origine de la cytotoxicité 
de la Camptothécine. Cette drogue n’active que partiellement le point de contrôle de la phase 
S, car ce traitement n’entraîne pas de découplage hélicase/polymérase. La réparation des 
CDBs induites requiert des mécanismes de recombinaison préalablement au redémarrage de 
la fourche (Hustedt et al., 2013).  
3. Les points de contrôles du cycle cellulaire en réponse aux stress génotoxiques 
Il existe trois principaux points de contrôle distincts au cours de la progression dans le cycle 
cellulaire : l’arrêt à la transition G1/S, le point de contrôle intra-S, et l’arrêt à la transition 
G2/M. Ces points de contrôle ont tous pour point commun l’activation des médiateurs ATM 
et ATR (Figure 7). L’arrêt à la transition G1/S permet de prévenir l’entrée en phase S de 
cellules endommagées par son action inhibitrice sur les complexes Cycline D-Cdk4/6 et 
Cycline E-Cdk2. Ces complexes ne pourront pas phosphoryler la protéine Rb. Pour cela, deux 
axes de signalisation sont activés : l’axe p53-p21 dépendant et l’axes p53 indépendant faisant 
intervenir les cascades ATM-Chk2 et ATR-Chk1 (voir la revue Fernet et al. (Fernet, 2013) 
pour les détails). 
Le point de contrôle intra-S est activé en réponse au stress induit au cours de la réplication et 
va permettre de ralentir la réplication et d’inhiber le passage en mitose, le temps de réparer les 
lésions induites en phase S. Enfin, le point de contrôle G2/M bloque le passage en mitose par 
son action sur le complexe mitotique (Cycline B-Cdk1). La fonction de ces deux points de 
contrôle sera détaillée dans les paragraphes suivants. 
3.1 La signalisation des dommages et l’activation des points de contrôles 
L’accumulation d’ADN non réparé est l’un des risques les plus sérieux pour la stabilité 
génomique, les points de contrôle du cycle cellulaire permettent la mise en place d’une 




conservés au cours de l’évolution et initiés par des cascades de signalisation qui permettent 
d’arrêter ou de ralentir la progression dans le cycle cellulaire le temps de réparer les 
dommages.  
La réponse aux dommages se fait via ATM, ATR et DNA-PK qui sont les trois kinases clés 
régulatrices de cette réponse. Elles font partie de la famille des PI3K (Phosphatidylinositol 3- 
kinase) et sont activées par différents types de dommages : ATM et DNA-PK sont activées 
par la présence des cassures double brin, alors qu’ATR est activée par une multitude de 
dommages induisant une accumulation d’ADN simple brin. Différents senseurs permettent 
leur activation, c’est ainsi qu’ATM est recruté et activé grâce au complexe Mre-11-Rad50-
Nbs1 (MRN) (Lee and Paull, 2005; Uziel et al., 2003), DNA-PK grâce à l’hétérodimère  
Ku80-Ku70 (Smith and Jackson, 1999), et ATR reconnait l’ADN simple brin lié à RPA via 
ATRIP (Paulsen and Cimprich, 2007; Zou and Elledge, 2003).  
ATM et ATR sont au cœur de l’activation des points de contrôle, elles possèdent plusieurs 
cibles communes et phosphorylent préférentiellement les résidus serines ou thréonine suivis 
par la glutamine ((S/T) Q) (Kim et al., 1999). Leur activation va permettre la phosphorylation 
des protéines médiatrices du signal tel que Nbs1, 53BP1, MDC1, TopBP1, BRCA1 et la 
Claspine, qui, à leur tour, régulent et activent les kinases effectrices Chk1 (Checkpoint kinase 
1) et Chk2 (Checkpoint kinase 2) qui agiront sur la progression dans le cycle cellulaire (Iliakis 




Figure 7: Les différents points de contrôle chez les mammifères 
Les différents stress endogènes et exogènes de la cellule sont reconnus par les deux kinases 
ATM et ATR qui activent Chk1 et Chk2, ces voies de signalisation vont permettre la mise en 
place des différents points de contrôle G1/S, intra-S et G2/M. De plus, ces kinases initient les 
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mécanismes de réparation et dans le cas d’une activation prolongée du point de contrôle, elles 
peuvent également initier l’apoptose par des mécanismes p53 dépendants (d’après (Fernet, 
2013)). 
3.2 Le point de contrôle intra-S 
Le point de contrôle intra-S est un système de surveillance qui permet de détecter les lésions 
(simple ou double brin) induites au cours de la phase S et de contrôler la progression à l’aide 
de différentes actions (Figure 8): 1) inhiber l’initiation de nouveaux évènements de 
réplication, 2) protéger les fourches arrêtées et les stabiliser pour éviter un effondrement et 3) 
inhiber le passage en mitose de sorte que les lésions accumulées soit réparées et l’ADN 
totalement répliqué. Pour cela le point de contrôle en phase S met en place deux cascades de 
signalisation dépendantes des deux voies ATR-Chk1 et ATM-Chk2. 
 
 
Figure 8: Diagramme schématique du point de contrôle en phase S 
L’activation d’ATR par les dommages en phase S a un effet local sur la chromatine, la 
phosphorylation des protéines de réparation et l’activation des médiateurs du point de contrôle 
intra-S, principalement Chk1. L’activation de Chk1 de manière globale cible les protéines du 
cycle cellulaire et en régule la dynamique de réplication par la répression des origines latentes 
(d’après (Iyer and Rhind, 2013). 
3.2.1 La voie ATR dépendante 
3.2.1.1 La reconnaissance de l’ADN simple brin: rôle de la protéine RPA 
Différents types de lésions et structures de l’ADN peuvent bloquer la fourche de réplication. 
Afin de stabiliser cette dernière, la kinase ATR doit reconnaitre le signal et activer la cascade 
en aval (Figure 9). Une de ces structures est l’ADN simple brin, il peut être formé suite au 
découplage hélicase/polymérase ou être la conséquence d’une déficience du mécanisme de 




CDBs. Il contribue à l’activation du point de contrôle dans la mesure où la protéine RPA 
reconnaît et interagit avec le ssDNA et ATR est activé grâce à son interaction avec la protéine 
RPA, par l’intermédiaire du complexe ATR-ATRIP. De ce fait, RPA joue un rôle majeur dans 
l’activation du point de contrôle intra-S, nous détaillerons les diverses fonctions de cette 
protéines dans le paragraphe 5. 
Le complexe ssDNA-RPA est reconnu par la protéine ATRIP qui se lie à RPA via son 
extrémité N-Terminale et à ATR via son extrémité C-Terminale. Il a ainsi été montré que 
RPA et ATRIP étaient requis pour la localisation d’ATR au niveau du dommage. Cependant 
la nécessité de la protéine RPA pour l’activation d’ATR est assez controversée, certaines 
études in vitro ont clairement montré que le complexe ATR/ATRIP peut interagir avec des 
structures ssDNA en absence de RPA. La perturbation de l’interaction RPA-ATRIP réduit 
fortement mais pas complètement le recrutement d’ATR au niveau de la fourche bloquée et la 
mutation de RPA n’impacte pas sur la phosphorylation de Chk1, « cible directe d’ATR », 
même si plusieurs études montrent que le recrutement de RPA promeut l’activation d’ATR et 
de Chk1. RPA est ainsi suffisant pour recruter ATR au site de dommage mais non pour 
l’activer. En effet, en plus du complexe RPA-ATRIP-ATR, deux autres complexes : Rad17-
RFC 2.5 et Rad9-Rad1-Hus1 (communément appelé (9-1-1)) sont requis pour l’activité kinase 
d’ATR ; ils sont également senseurs de RPA lié au ssDNA. Ces protéines forment des 
anneaux autour de l’ADN pouvant se lier directement à RPA. L’activité complète du point de 
contrôle se fait lorsque le complexe 9-1-1 recrute TopBP1 (Kumagai et al. 2006), ce qui 
permet de stimuler et de stabiliser ATR au niveau de la fourche (Choi et al., 2010). 
3.2.1.2 Les protéines cibles d’ATR 
Des tests in vitro ont mis en évidence le large panel des substrats d’ATR (Matsuoka et al., 
2007) mais le plus important reste Chk1. ATR active Chk1 par la phosphorylation des sérines 
317 et 345, entrainant la mise en place du point de contrôle. L’activation de Chk1 par ATR 
nécessite également la présence de la protéine Claspin qui permet le recrutement de Chk1 à la 
fourche. La Claspin est également un substrat d’ATR dont la phosphorylation est nécessaire 
pour l’interaction Chk1-Claspin. En réponse aux CDB, la Claspin et BRCA1 sont nécessaires 
pour la phosphorylation de Chk1. D’autres protéines telles que Timless et Tipin sont 
également nécessaires à l’activation de Chk1. Timless se lie à ATR et Chk1 et Tipin à la 
Claspin. ATR phosphoryle également RPA, Rad9, Rad17 et TopBP1, ce qui permet la 
maintenance d’une boucle d’activation. Par exemple la protéine RPA qui a servi au 
recrutement d’ATR sera directement phosphorylée par ATR sur la sérine 33, activant une 
Chapitre 1: Contrôle du cycle cellulaire et maintien de l’intégrité génomique 
   
23 
 
cascade de signalisation impliquée dans la réparation. ATR phosphoryle également une 
multitude d’autres substrats impliqués dans la stabilisation de la fourche de réplication et dans 
la réparation tel que ATRIP, RAD17, RAD9, TopBP1, H2AX, WRN, BLM, BRCA1 et 
FANCD2. 
3.2.1.3 Conséquences de l’activation de Chk1 : 
La voie ATR-Chk1 activée a un impact direct sur les fonctions suivantes (voir Figure 9) :  
 La stabilisation de la fourche de réplication 
 L’inhibition des origines de réplication 
 L’inhibition de la progression en mitose 
 La réparation (voir paragraphe 4) 
 Le point de contrôle G2/M (voir paragraphe 3.3) 
3.2.1.3.1 La stabilisation de la fourche de réplication 
La stabilisation d’une fourche de réplication consiste à maintenir les composants du réplisome 
associés à la fourche. L’activation du point de contrôle ATR-Chk1 permet d’éviter toute 
dissociation et de prévenir le recrutement précoce des protéines de recombinaison au site de 
blocage (Lucca et al., 2004). En effet, en l’absence d’un point de contrôle efficace, il y a 
réversion de la fourche, ce qui entraine des évènements exonucléolitiques et une formation de 
CDB. Chez les mammifères, le recrutement de SMARCAL1, protéine impliquée dans le 
« single strand-annealing », par RPA, et sa phosphorylation ATR dépendante sur la sérine 652 
permettent de prévenir une progression aberrante de la fourche et son effondrement (collapse) 
(Couch et al., 2013; Couch and Cortez, 2014). Le rôle de Chk1 dans la stabilisation de la 
fourche n’est pas précisément défini, en effet, les travaux surprenants de De Picolli et al, (De 
Piccoli et al., 2012) chez différents mutants de la levure S.cerevisiae, ont montré par des 
expériences d’immunoprécipitation que les souches mutés pour Mec-1 (homologue d’ATR 
chez l’homme), et Rad53 (homologue de Chk2 chez l’homme) conservent un réplisome 
completement intacte après induction de stress à l’hydroxyurée. Cependant il est établi que 
l’inhibition de Chk1 conduit à un clivage des fourches bloquées par Mus81/Eme1, générant 
des cassures double brin, suggérant que l’endonucléase Mus81/Eme1 serait requise pour la 





3.2.1.3.2 La répression des origines tardives  
En plus du contrôle de la stabilité de la fourche, l’activation de Chk1 permet de réguler le 
contrôle de l’initiation des origines tardives (Katsuno et al., 2009; Liu et al., 2006). En effet, 
l’inhibition de Chk1 augmente l’initiation de ces origines après induction de stress réplicatif 
(Ge and Blow, 2010; Scorah and McGowan, 2009). Certaines données suggèrent que le 
contrôle de l’initiation des origines tardives passe par l’inhibition du complexe Cycline 
E/Cdk2. Une déficience de ce contrôle conduit à une duplication incomplète du génome et un 
passage G2/M précoce, entrainant des catastrophes mitotiques (Scorah and McGowan, 2009).  
3.2.1.3.3 L’inhibition de la progression en phase S  
En réponse à un stress génotoxique en phase S, Chk1 phosphoryle également la phosphatase 
Cdc25A. La phosphorylation de Cdc25A l’inactive, ne permettant pas la déphosphorylation et 
donc l’activation des complexes Cycline E/Cdk2 et Cycline A/Cdk2, entrainant le 
ralentissement de la phase S par l’inhibition du recrutement de Cdc45 au niveau des origines 
de réplication (Zhang and Hunter, 2014).   
 
 
Figure 9: Activation du point de contrôle de réplication 
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Le découplage du complexe hélicase/polymérase entraine une accumulation d’ADN simple 
brin qui initie la cascade ATR dépendante et active Chk1. L’activation de Chk1 favorise la 
stabilité génomique par son rôle dans l’inhibition des origines tardives, l’inhibition de la 
progression en mitose, la stabilisation de la fourche bloquée et son redémarrage (d’après 
(Paulsen and Cimprich, 2007)). 
 
3.2.2 La voie ATM dépendante  
ATM coopère avec ATR pour induire le point de contrôle intra-S mais leur rôle exact diffère 
en fonction de la nature du dommage et du type de stress réplicatif. Le rôle d’ATM en 
réponse aux RI est bien connu mais celui en réponse aux CDBs induites au niveau des 
effondrements de fourche l’est moins. Comme nous l’avions évoqué précédemment, 
l’interaction du complexe senseur « MRN » et de la kinase ATM initie une cascade de 
signalisation aux sites des cassures double brin (Figure 10). ATM est activée suite à sa 
monomérisation et sa phosphorylation sur la sérine 1981, ce qui permet son recrutement aux 
sites de dommages (Boohaker and Xu, 2014). ATM phosphoryle un grand nombre de 
protéines cibles parmi lesquelles le complexe MRN et H2AX. La phosphorylation de H2AX 
permet le recrutement de la protéine MDC1 (Stucki et al. 2005) qui contribue à 
l’amplification du signal via le recrutement de la protéine RNF8. Cette E3 ubiquitine ligase 
permet l’ubiquitinylation de l’histone H2A et H2AX afin de promouvoir le recrutement de 
53BP1 et d’autres protéines de réparation, notamment BRCA1, RNF168 et CtIP (Fernet, 
2013; Reinhardt and Yaffe, 2013 ). Ce mécanisme d’amplification MDC1 dépendant est 
nécessaire au point de contrôle puisqu’il a été montré que l’induction de dommages dans un 
contexte MDC1 sous exprimé réduisait significativement la formation de foyers MRN et 
entrainait une entrée prématurée en phase G2 (Goldberg et al., 2003; Stewart et al., 2003). 
ATM phosphoryle également un médiateur particulier, Chk2, sur la Tyr68 permettant son 
activation par son autophosphorylation sur deux autres sites, Thr383 et Thr387. Il en résulte la 
phosphorylation inhibitrice de la phosphatase Cdc25A qui inhibe le complexe Cycline E-
Cdk2 et de ce fait le recrutement de Cdc45 aux origines de réplication, qui est requis en début 
de phase S. La protéine Dbf4 qui fait partie du complexe Cdc7/Dbf4, également essentiel pour 
l’initiation de la réplication a été montré comme étant un substrat potentiel d’ATM dans des 
études protéomiques (Matsuoka et al., 2007) et sa phosphorylation par ATM et ATR semble 
essentielle pour l’activation du point de contrôle et pour éviter la re-réplication (Lee et al., 
2012). ATM phosphoryle également plusieurs autres substrats jouant un rôle dans le point de 
contrôle en phase S, notamment Nbs1, SMC1 et FANCD2 qui constituerait une voie de 




phosphorylation de la protéine SMC1 sur les serines 966 et 957 par ATM était requise pour 
l’activation du point de contrôle intra-S en réponse aux irradiations. Cette phosphorylation 
serait dépendante de la protéine Nbs1. De plus, les travaux de Taniguchi et al. montrent que la 
phosphorylation de FANCD2 sur la serine 122 par ATR est aussi requise pour le point de 
contrôle intra-S après irradiation, et que cette phosphorylation est dépendante des protéines 
NBS1 et Mre11. Cependant, le lien entre les différentes protéines de cette nouvelle voie ainsi 
que les effecteurs permettant l’arrêt en phase S sont encore à définir (Boohaker and Xu, 2014; 




Figure 10: Implication des voies ATM et ATR dans la signalisation du dommage 
Les blocages de fourches et les cassures de l’ADN activent les cascades ATM-Chk2, ATR-
Chk1, qui initient les mécanismes de réparation, les points de contrôle du cycle cellulaire, et 
l’apoptose afin de maintenir l’intégrité du génome (d’après (Fernet, 2013)). 
 
3.3 Le point de contrôle G2/M  
Le point de contrôle du passage de la phase G2 vers la mitose est décisif puisqu’il va faire en 
sorte que la mitose ne soit pas déclenchée tant que la réplication n’est pas totalement et 
correctement achevée. Il est régulé par le complexe Cycline B/Cdk1, par conséquent Cdk1 
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sera l’ultime cible dont la phosphorylation inhibitrice devra être maintenue afin de bloquer 
l’entrée en mitose. Cette phosphorylation dépend des kinases Wee1 et Myt1 et des protéines 
de la famille des phosphatases Cdc25 (A/B/C) (Figure 11). Les kinases Wee1 et Myt1 
phosphorylent Cdk1 sur la tyrosine 15 inhibant son activité et les phosphatases Cdc25 lèvent 
cette inhibition lors du passage en mitose.  
En fonction du stress génotoxique induit, les voies ATM/Chk2 et ATR/Chk1 seront activées 
en amont : Chk1 et Chk2 activés phosphorylant Cdc25 A, B et C, ce qui entraine sa 
séquestration dans le cytoplasme et sa dégradation. Cdc25B est également la cible d’une autre 
voie indépendante qui est la voie p38/MK2 (Thornton and Rincon, 2009).  
Au cours de la progression normale en G2, la protéine PLK1 active le complexe Cycline 
B/Cdk1 via l’inhibition des protéines inhibitrices Myt1 et Wee1 (Zitouni et al., 2014), en 
réponse aux irradiations la protéine PLK1, cible d’ATM, est dégradée par le complexe 
APC/C, ce qui stabilise Wee1 et de ce fait inhibe le complexe Cycline B/Cdk1 (Bassermann 
et al., 2008). Des évidences ont également montré que la protéine BRCA1 communément 
connue pour son rôle dans la recombinaison homologue, interviendrait également dans le 
point de contrôle G2/M. En effet, la phosphorylation de BRCA1 par ATM sur la serine 1423 
activerait Chk1 (Xu et al., 2001). De plus, BRCA1 régule l’expression de Wee1 (Yarden et 
al., 2002). 
La cellule dispose d’un second mécanisme capable de prolonger le point de contrôle en G2, il 
s’agit du point de contrôle p53 dépendant. Les kinases ATM, ATR mais aussi Chk1 et Chk2 
phosphorylent p53 qui, activé, va augmenter la transcription des inhibiteurs de Cdks, 
notamment p21 et Gadd45. p21 inhibe Cdk1 directement par la phosphorylation du site 
Thr161 et Gadd45 permet la dissociation du complexe Cycline B/Cdk1. p53 peut également 
réprimer directement l’expression de la Cycline B, Cdc25B et PLK1 (Medema and Macurek, 





Figure 11 : Organisation moléculaire du point de contrôle G2/M 
En réponse aux dommages, le point de contrôle G2/M est activé par la voie p53 indépendante 
via Chk1 et Chk2 et par la voie p53 dépendante, dans les deux cas le complexe cycline 
B/Cdk1 est maintenu en état phosphorylé afin de bloquer le passage en mitose (voir texte pour 
plus de détails) (d’après (Fernet, 2013)) 
 
 
4. Introduction aux mécanismes de réparation des CDBs 
Des dommages de l’ADN se produisent en permanence dans la cellule, de façon endogène ou 
exogène. Afin de gérer ces lésions et de préserver l’intégrité du génome, la cellule a 
développé une multitude de mécanismes de réparation. Parmi ces lésions, les plus délétères 
sont les CDB. Non réparées, elles induisent des translocations et des délétions 
chromosomiques qui favorisent l’instabilité génomique et la survenue de cancers. Pour la 
suite de cette partie nous nous focaliserons sur ce type de dommage. 
Il existe deux mécanismes majeurs de réparation des CDBs: la réparation par Recombinaison 
Homologue (HR) et la réparation par Jonction d’extrémités Non Homologue (NHEJ ou C-
NHEJ pour Non Homologous End Joining). Le HR requiert la présence d’une chromatide 
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sœur comme matrice, par conséquent ce mécanisme est fidèle et conservatif. Le NHEJ 
consiste en un raboutage direct des extrémités de l’ADN, il est donc dit « infidèle » et est 
source d’instabilité génomique. D’autres voies minoritaires ont également été décrites tel que 
le Single Strand Annealing (SSA) et la voie alternative au NHEJ (alt-NHEJ/alt-EJ/MMEJ) qui 
ne nécessitent pas d’homologie de séquence mais qui sont initiées par la résection (Grabarz et 
al., 2012).  
4.1 Les modifications chromatiniennes autour du dommage  
La présence d’une CDB crée tout d’abord une décondensation de la chromatine, ATP 
dépendante, qui survient avant même le recrutement d’ATM (Kim et al., 2009; Shi and 
Oberdoerffer, 2012). Ces modifications sont reconnues comme primordiales et déterminantes 
pour l’initiation de la cascade de signalisation, et de nombreux travaux suggèrent que les 
modifications chromatiniennes permettent l’accès et la reconnaissance du dommage. Il a été 
montré, par exemple, que l’activation d’ATM dépendait de la protéine HMGN1 qui, par son 
activité de régulation des modifications des histones, permet l’interaction d’ATM avec la 
chromatine (Kim et al., 2009). D’autres facteurs de remodelage tels que INO80 et ISWI en 
présence de leurs substrat H2AZ et H2AX facilitent l’accès aux premiers facteurs de 
reconnaissance tel que le complexe MRN (Mre11/Rad50/Nbs1) (Morrison and Shen, 2009). 
Après irradiation, l’une des premières modifications que l’on note est la ribosylation catalysée 
par les poly(ADP-ribose) polymérases (PARPs) et en particulier PARP-1. Cette enzyme 
permet l’addition de branches de poly(ADP-ribose) (PARs) sur elle-même, induisant son 
recrutement très rapide au dommage, mais aussi sur les protéines adjacentes, notamment 
l’Histone H2A et ATM. La présence de la PARP-1 et des PARs permettront également le 
recrutement d’autres facteurs de remodelage de la chromatine tel qu’ALC1 (Ahel et al., 2009; 
Gottschalk et al., 2009), le complexe Kap-1/HP1, qui permet la décondensation de la 
chromatine, et le groupe des polycombes (NurD, PcG) qui permettent l’ubiquitination des 
histones. La reconnaissance du dommage se fait à la suite par le complexe MRN qui recrute la 
kinase ATM et permet son autophosphorylation, ce qui initie le recrutement d’autres protéines 
au site de dommage et entraine la suite des modifications chromatiniennes qui détermineront 
le mode de réparation (Goodarzi and Jeggo, 2012). 
4.2 La reconnaissance et la signalisation du dommage 
La reconnaissance des CDBs de l’ADN fait appel à des protéines senseurs, il s’agit du 
complexe MRN qui initie le HR, le SSA et le Alt-NHEJ et du complexe Ku (Ku80/Ku70) qui 




conduit à l’activation des cascades de signalisation, l’accès aux protéines de réparation et 
finalement la réparation du dommage (Figure 12).  
4.2.1 Le complexe MRN 
Le complexe MRN est constitué des trois protéines Mre11, Nbs1 et Rad50. La protéine 
Mre11 est au centre du complexe, formant un homodimère capable de se lier aux protéines 
Rad50 et Nbs1 mais aussi à l’ADN. Une fois lié à l’ADN, il exerce une activité 
endonucléasique et exonucléasique 3’-5’ (Trujillo et al., 1998). Rad50 possède un domaine 
ATP qui permet le positionnement des extrémités d’ADN au niveau du site actif de Mre11 
(Chiruvella et al., 2013). L’interaction Mre11/Rad50 promeut l’activité endo- et 
exonucléasique de Mre11 et la protéine Nbs1 est responsable de la localisation nucléaire du 
complexe et agit comme adaptateur à l’aide de sa partie N-terminale. En effet, Nbs1 possède 
un motif FHA adjacent a deux motifs BRCT qui permettent l’interaction et la phosphorylation 
de plusieurs protéines (Thompson, 2012). Nbs1 procure ainsi au complexe MRN son rôle 
signalétique et permet entre autres l’activation des kinases ATM et ATR. Plus de 50 
modifications post traductionnelles ont été observées sur le complexe MRN, leur rôle n’est 
pas pour toutes clairement défini mais elles contribuent à la régulation du complexe (Williams 
et al., 2010).  
Le complexe MRN est requis pour la détection, la signalisation, la protection et la réparation 
des cassures double brin. Au niveau de la réparation, par exemple, son activité 
endonucléasique est essentielle pour l’initiation de la recombinaison homologue, alors que 
son activité exonucléasique est requise pour le Alt-NHEJ. Récemment il a été proposé que ces 
diverses fonctions dépendent de la conformation adoptée par le complexe Mre11/Rad50 (MR) 
qui est liée à son activité ATPasique. En effet, il a été montré que la conformation fermée 
correspondant au complexe MR lié à l’ATP permet la reconnaissance et l’interaction avec les 
extrémités de l’ADN, l’activation d’ATM et conduit à la ligation des extrémités d’ADN, alors 
que l’hydrolyse de la molécule d’ATP, qui entraine l’ouverture de la structure MR, elle, 
promeut l’activité endonucléasique, la résection et par conséquent la recombinaison 
homologue. Ces résultats suggèrent que la conformation du complexe MR impacte sur le 
choix du type de réparation. Ces résultats ont été observés dans des mutants S. cerevisiae et S. 
pombe et restent à confirmer chez les mammifères, mais ils suggèrent fortement l’implication 
du complexe MRN dans le choix du type de réparation (Deshpande et al., 2014; Williams et 
al., 2010). 
Chapitre 1: Contrôle du cycle cellulaire et maintien de l’intégrité génomique 







4.2.2 La cascade de signalisation : les effecteurs 
Le complexe MRN va permettre le recrutement de plusieurs protéines essentielles pour la 
réparation dont ATM qui est l’une des premières kinases activées. Le MRN recrute également 
le complexe acétyl transférase (TIP60/Nu4) qui interagit avec les histones et dont le 
recrutement et la phosphorylation sont nécessaires à l’acétylation d’ATM qui permet son 
autophosphorylation et son activation. ATM activé phosphoryle une multitude de substrats 
parmi lesquels H2AX qui permettra l’amplification du signal et l’accumulation d’autres 
protéines de réparation et MDC1 (Mediator of DNA damage Checkpoint protein 1) qui se 
localise au niveau du dommage en interagissant avec H2AX et Nbs1, permettant la 
Figure 12: Représentation schématique des mécanismes de réparation des CDBs 
Les CDBs sont reconnues soit par le MRN soit par le complexe Ku, ce qui active la 
signalisation des dommages et leur réparation par Recombinaison Homologue ou NHEJ 




phosphorylation d’autres molécules de H2AX par ATM. MDC1 est également phosphorylée 
par ATM et permettra le recrutement des ubiquitines ligases RNF8 (Ring finger protein 8) et 
RNF168 qui modifient H2AX et engendrent d’autres ubiquitinations et sumoylation qui 
permettent le recrutent de 53BP1 et BRCA1, deux protéines critiques pour le choix du type de 
réparation (HR/NHEJ) (Liu et al., 2014). Un nouveau médiateur du complexe MRN vient 
d’être identifié : la protéine Rad17. En effet, cette protéine qui était jusque-là connue pour son 
rôle dans l’activation de la voie ATR-Chk1, s’avère également nécessaire pour l’amplification 
du signal ATM-MRN en réponse aux CDB (Cassures Double Brin).Wang et al. ont montré 
que Rad17 interagit directement avec Nbs1 et est phosphorylée par ATM sur sa Thr 622, et 
que son absence réduit fortement les foyers H2AX (qui représentent l’histone H2A 
phosphorylé sur la serine 139), le recrutement de la protéine MDC1 et par conséquent impacte 
sur la résection par une réduction du recrutement de P-RPAS4S8 et Rad51 après irradiation 
laser (Wang et al., 2014).  
4.3 Choix du mécanisme de réparation : La balance HR/NHEJ- BRCA1/53BP1 
Comme nous venons de l’évoquer la plateforme MDC1, RNF8 et RNF168 permet le 
recrutement de BRCA1 et 53BP1, ces deux facteurs sont en compétition au niveau de la 
cassure. Le modèle proposé par l’equipe de Nussenzweig en 2010 (Bothmer et al., 2010) 
explique comment le recrutement de 53BP1 à la lésion inhibe la signalisation ATM 
dépendante qui est nécessaire pour la phosphorylation de la protéine CtIP et l’initiation de la 
résection, première étape de la réparation par HR. En effet, il a été montré que la perte de 
53BP1 augmentait la fréquence de la réparation par recombinaison homologue dans des 
mutants BRCA1, et que BRCA1 en phase S initie la résection en empêchant le recrutement de 
53BP1 au site de réparation (Bothmer et al., 2010; Bunting et al., 2010).  
Ce choix est dépendant de la phase du cycle cellulaire, en effet la recombinaison homologue 
est absente au début de la phase G1, elle augmente progressivement en phase S pour atteindre 
un pic au milieu de la phase S, puis décline progressivement en fin de phase S et G2 
(Karanam et al., 2012) ce qui est cohérent avec l’augmentation de la résection qui est Cdk 
dépendante. Le modèle (Figure 13) explique comment, en phase G1, 53BP1 est phosphorylée 
par ATM et se localise au niveau du dommage, bloquant la résection. A la transition S/G2 
CtIP est phosphorylée par les complexes cyclines/Cdk formant un complexe avec BRCA1 et 
le MRN déplace 53BP1, initiant la résection.  
Même si la réparation par recombinaison homologue est privilégiée tout au long de la phase 
S, il existe d’autres mécanismes de réparation des cassures double brins tels que le Alt-NHEJ 
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et le NHEJ qui peuvent être activés en cas de blocage de fourche (Couedel et al., 2004; 
Guirouilh-Barbat et al., 2008; Lundin et al., 2002; Saintigny et al., 2001), nous les détaillerons 
dans les paragraphes ci-dessous. 
 
Figure 13: Modèle des voies de réparation en G1, S-G2 
(A) Lorsque les cellules sont en phase G1, la protéine ATM phosphoryle 53BP1 et permet sa 
relocalisation au niveau du dommage, les protéines RIF1 et PTIP s’associent à 53BP1 et 
bloquent la resection par un mécanisme inconnu, Ku80 détecte les lésions et la quantité de 
BRCA1 en G1 ne suffit pas à dissocier Ku80 du dommage, (B) lorsque la cellule progresse en 
phase S, l’activation des Cdks permet la phosphorylation de CtIP qui forme un complexe avec 




4.4 Les différents mécanismes de réparation des CDBs 
4.4.1 La résection  
Une fois la CDB reconnue, la résection peut être initiée, cette étape consiste en la dégradation 
d’un des deux bouts francs de la lésion double brin grâce à une activité nucléasique 5’-3’ afin 
de créer une extrémité ssDNA dont la longueur déterminera le choix du type de réparation 
(HR versus Alt-NHEJ). Le MRN, BRCA1 et CtIP sont les protéines initiatrices de ce 
mécanisme. L’interaction CtIP-MRN augmente l’activité nucléasique de Mre11, elle est 
régulée par la phosphorylation de CtIP par Cdk2 en phase S sur le site S327, qui permet son 
association avec le complexe MRN mais également avec BRCA1. BRCA1 ubiquitine CtIP 
qui se relocalise au niveau du dommage, le complexe MRN-CtIP-BRCA1 peut initier la 
résection via l’activité endo et exonucléasique de Mre11, permettant la formation d’un 
substrat ssDNA (You and Bailis, 2010). La deuxième étape de la résection consiste en la prise 
en charge du ssDNA par d’autres enzymes, soit l’exonucléase Exo1, soit l’hélicase BLM et la 




cette étape de la réparation, en effet la résection est l’évènement initiateur de la 
recombinaison homologue, mais il a récemment été montré que l’accumulation de ssDNA au 
site de résection pouvait également initier le Alt-NHEJ, qui est un mécanisme « infidèle » et 
par conséquent source de translocations chromosomiques. L’équipe de Bernard Lopez a mis 
en évidence l’importance de la protéine BLM dans la maintenance de la stabilité génomique 
via la régulation de la réparation par Alt-NHEJ au site de résection (Grabarz et al., 2013) en 
montrant que BLM avait deux rôles opposés en fonction de la phase du cycle cellulaire. En 
G1 et en présence de 53BP1, la protéine BLM réduit la résection CtIP-Mre11 dépendante afin 
d’éviter le Alt-NHEJ  alors que en phase S, et en l’absence de 53BP1, préalablement décroché 
par BRCA1, BLM facilite la résection afin de promouvoir la réparation par HR (Grabarz et 
al., 2013). La résection en phase S est également augmentée par l’activité Cdk1 et 2 qui 
phosphorylent Exo1 sur 4 sites différents (Tomimatsu et al., 2014), initiant la réparation par 
HR. 
4.4.2 La recombinaison homologue  
Suite à la résection, le HR se fera en plusieurs étapes : 1) formation des filaments de RPA 
puis Rad51 sur l’ADN simple brin, 2) recherche d’homologie, formation de la boucle-D, 3) 
invasion de brin par les ADN polymérases et formation ou non de jonctions de Holliday et 4) 
résolution des jonctions de Holliday. 
La protéine RPA se lie à l’ADN simple brin avec une affinité très élevée, cette étape protège 
l’ADN de l’action des nucléases et évite la formation de structures secondaires. En effet, 
l’inhibition de RPA réduit fortement le recrutement de Rad51 et la fréquence de réparation 
par recombinaison homologue après traitement au HU (Sleeth et al., 2007). Rad52 interagit 
aussi avec RPA, formant un co-complexe au niveau du ssDNA, qui servira de plateforme au 
recrutement de Rad51, qui est également facilité par les protéines BRCA1 et BRCA2. La 
formation du nucléofilament de Rad51 permet la recherche d’homologie de séquence sur la 
chromatide sœur (Renkawitz et al., 2013), cette invasion du brin endommagé dans les brins de 
la chromatide sœur est effectué par les polymérases, formant la boucle D (Figure 14) 
(Sebesta et al., 2013). A cette étape, deux options sont possibles : soit la boucle se dissocie en 
présence des protéines RTEL ou BLM et se réhybride avec l’ADN complémentaire, la brèche 
est ensuite comblée et les extrémités religuées, la recombinaison homologue est dite sans 
échange de brins (Kikuchi et al., 2009; Uringa et al., 2011) ; soit l’invasion de brin forme des 
jonctions de Holliday (Figure 14), qui peuvent être résolues par le complexe BLM-TOPOIII-
RMI1-RMI2 (qui permet la dissolution sans échange de brins) ou par les résolvases SLX1 
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SLX4 MUS81 EME1 qui clivent les jonctions avec ou sans échange de brins (Wyatt and 
West, 2014). 
 
Figure 14: Les étapes de la réparation par recombinaison homologue 
(A). La résection permet la formation d’extrémités 3’ sur lesquelles Rad51 formera un 
nucléofilament, permettant l’invasion des brins par la boucle-D (B). La boucle D peut 
dissocier sans échange de brin ou évoluer en jonctions de Holliday qui sera résolue en 
présence des résolvases avec ou sans échange de brins (Daley et al., 2014). 
 
4.4.3 Mécanisme de réparation des CDBs par  «Single Strand annealing » (SSA) 
Un mécanisme alternatif au HR  peut réparer les CDBs, le plus souvent dans des contextes 
Rad51 et BRCA2 mutés, ce processus partage plusieurs effecteurs communs avec le HR 
(Figure 15). Il est initié par la résection et la formation d’ADN simple brin lié à RPA, la 
fonction endonucléase 5’3’ du complexe XPF-ERCC1 permet d’éliminer la séquence non 
homologue des deux brins complémentaires, enfin la religation se fait par la ligase 3 (Liu et 





Figure 15: Mécanismes de réparation des CDBs par « Single Strand Annealing » 
La formation d’ADN simple brin se fait en présence de la nucléase Mre11, la longueur de 
l’ADN simple brin déterminera les protéines intervenant dans le SSA. Dans le cas de longues 
régions simple brin, RPA et Rad52 sont nécessaire pour faciliter le rapprochement des 
extrémités, celles-ci seront excisés par ERCC1/XPF, les séquences manquantes seront 
synthétisées puis liguées, afin de restaurer une séquence répétée complète (d’après 
(Maggiorella et al., 2003). 
 
4.4.4 La réparation par Jonction d’Extrémités Non Homologues (NHEJ)  
La recombinaison par suture non homologue (NHEJ) (Figure 16) est le mécanisme 
majoritaire de réparation des CDB  , il peut avoir lieu tout au long du cycle cellulaire, car 
contrairement au HR il ne requiert pas d’homologie de séquence, le NHEJ “classique” (C-
NHEJ) nécessite le complexe DNA-PK. Ce processus commence par la reconnaissance de la 
cassure par le complexe senseur Ku (Ku70/Ku80). Cet hétérodimère qui possède une structure 
en anneau est capable d’entourer l’ADN sur environ deux tours d’hélice. La partie C-
terminale de Ku80 possède douze résidus protéiques interagissant directement avec DNA-
PKcs (Williams et al., 2014). L’association de DNA-PKcs à l’ADN suffit à son activation, 
mais son activation est augmentée de façon significative lorsqu’elle est liée au complexe Ku, 
suggérant que cette interaction est primordiale à l’activation optimale de la protéine 
(Chiruvella et al., 2013). Ku recrute également le complexe composé de XLF, XRCC4 et 
Ligase4 (LIG4) qui va permettre la ligation de l’ADN. XLF n’a pas d’activité enzymatique 
mais permet de stabiliser le complexe XRCC4/LIG4 et d’augmenter son activité par la re-
adénylation de la LIG4 suite à la ligation (Ochi et al., 2014). De plus, XLF et XRCC4 forment 
un filament qui facilite la ligation des brins. Lorsque la structure de l’ADN ne permet pas une 
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ligation directe, d’autres protéines facilitant le processing de l’ADN peuvent être recrutées : 
APLF qui facilite la rétention du complexe XLF/XRCC4/LIG4, Artémis et WRN qui 
permettent la résection avant la ligation (et dans certains cas l’ouverture de la stucture en 
forme d’épingle à cheveux), ou encore les PNKP (PolyNucléotides Kinase-Phosphate) et Ku 
qui ont la capacité d’éliminer les sites abasiques (Liu et al., 2014). 
 
Figure 16: La réparation par jonction non homologue classique (C-NHEJ) et alternatif 
(Alt-NHEJ) 
Le C-NHEJ est initié par l’hétérodimère  Ku70/Ku80, le complexe Ku70/Ku80 recrute la 
kinase DNA-PKcs. En cas de formation de structures secondaires, XLF et Artémis permettent 
la résection avant religation. L’étape de synthèse se fait en présence des ADN polymérases μ 
et λ et le complexe XRCC4–LIG4–XLF permet la religation des brins. Dans le cas du Alt-
NHEJ, la cassure est reconnue par la PARP-1, le complexe MRN, CtIP et BRCA1 effectuent 
la résection de l’ADN au niveau de la cassure et l’étape de la ligation se fait par l’association 
ligase 3/XRCC1 ou par la ligase 1 (D’après (Denis, 2011)). 
4.4.5 La réparation par NHEJ alternatif (Alt-NHEJ) 
Ce mécanisme est actif tout au long du cycle cellulaire, il partage l’étape de la résection avec 
le HR. Le travail de Guirouilh-Barbat en 2008 avait permis d’observer une augmentation de la 
réparation par Alt-NHEJ en phase S (Guirouilh-Barbat et al., 2008). Ces résultats ont été 
confirmés par les récents travaux de Truong et al. qui montrent que ce mécanisme de 




façon Cdk2 et CtIP dépendante, et qu’il est induit en réponse au stress réplicatif par à un 
traitement au HU de 24 et 36h (2mM) (Truong et al., 2013). 
Ce mécanisme implique les effecteurs PARP-1 et XRCC1/Ligase III  (Figure 16). Cette voie 
s’appuie sur la première étape de la résection (pas plus de 50pb) qui permet l’identification de 
séquences de micro-homologies allant de 2 à 8 nucléotides (Grabarz et al., 2012). Ces régions 
s’hybrident et forment une structure intermédiaire. En plus de son rôle dans la reconnaissance 
du dommage, la PARP-1 est nécessaire à l’accomplissement du Alt-NHEJ par le recrutement 
de XRCC1 et de la ligase III, qui effectue la ligation des brins (Audebert et al., 2004; 
Audebert et al., 2006; Liu et al., 2014). Ce mécanisme de réparation est une source majeure 
de translocations, de ce fait la régulation de la résection au cours du cycle est primordiale 
pour la stabilité génomique.  
4.5 Spécificités de la réparation liée à la fourche de réplication  
4.5.1 Blocages de fourches et CDBs dues à l’hydroxyurée  
Il a été montré que l’utilisation de HU à une même concentration (2mM) dans des cellules 
U2OS avait un effet différent sur la fourche de réplication en fonction du temps de traitement 
et faisait intervenir deux mécanismes Rad51 dépendants distincts (Petermann et al., 2010). 
Les traitements dits « courts » d’une à deux heures entrainent un blocage de fourche 
(« stalling ») alors qu’une utilisation du HU sur un temps plus long (à partir de 18h de 
traitement) induit des CDBs (mesurées par PFGE, Pulsed-field gel electrophoresis) souvent 
associées à l’effondrement de la fourche (« collapse ») qui sont prises en charge par le HR 
(Lundin et al., 2002; Petermann et al., 2010). Contrairement aux cellules humaines, ce 
phénomène d’induction de CDBs après HU n’est observée chez la levure que lorsqu’elle est 
mutée pour les protéines du point de contrôle de la phase S (Hanada et al., 2007; Saintigny et 
al., 2001).  
On définit un « stalling » de fourche  comme un ralentissement ou un arrêt de la fourche de 
réplication mais durant lequel tous les éléments de la fourche restent assemblés, la protégeant 
de la formation de structures secondaires, ce qui permet au réplisome de redémarrer. A 
l’inverse, lorsqu’une fourche « collapse », les éléments du réplisome se dissocient et une 
intervention du HR est nécessaire pour son redémarrage (Lambert and Carr, 2013b). Le 
mécanisme qui entraine un collapse de fourche et une accumulation de cassures suite à un 
« stalling » a fait l’objet de plusieurs recherches cette dernière décennie mais n’est pas encore 
complètement défini. Il a été proposé que le désassemblage du réplisome a lieu après un 
traitement HU lorsque le point de contrôle en phase S est déficient (Branzei and Foiani, 2010; 
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Cobb et al., 2005) ; cependant d’autres études ont montré que le réplisome restait intact après 
un traitement au HU dans des mutants de levures (De Piccoli et al., 2012). L’une des 
explications possibles serait que le réplisome reste intact mais qu’il se déplace, exposant ainsi 
l’ADN nouvellement synthétisé aux éxo/endonucléases et entrainant un collapse de fourche 
irréversible associé à une cassure double brin (Yeeles et al., 2013). Une autre explication 
serait qu’au niveau d’un réplisome dissocié, l’hélicase peut continuer à séparer les brins 
parentaux et générer de l’ADN simple brin. 
La dissociation du réplisome a pour conséquence l’accumulation d’intermédiaires de 
réplication qui seront des initiateurs de la recombinaison homologue. Par conséquent le HR 
joue un rôle fondamental dans la progression de la réplication en agissant à plusieurs 
niveaux : il peut prendre en charge le ssDNA accumulé suite à une dissociation du réplisome, 
il protège l’ADN néosynthétisé d’éventuels résections, et il a récemment été suggéré comme 
acteur dans la reconstruction d’un réplisome après effondrement, permettant le redémarrage 
de la fourche (Carr and Lambert, 2013).  
4.5.2 Prise en charge des cassures induites à la fourche  
La recombinaison homologue (HR) escorte la machinerie de réplication tout au long de la 
phase S. L’inhibition de l’expression de Rad51 dans des cellules de poulet entraine 
l’accumulation de cassures chromosomiques suite à la réplication, ce qui montre bien que le 
HR est requis au cours de la progression normale en phase S (Helleday, 2003). Après 
déstabilisation de la fourche par un traitement court au HU, Rad51 forme des foyers au niveau 
de la fourche sans pour autant induire le HR. Ces foyers seraient associés à la régression de la 
fourche qui faciliterait la formation de jonctions de Holliday et le redémarrage de la fourche. 
Ce mécanisme bien décrit chez les bactéries et les levures est appelé Réplication Induite Par 
les Cassures (BIR pour Break Induced Repair). Ce type de réparation spécifique de la fourche 
de réplication prend en charge les CDBs caractérisées par la présence d’homologies de 
séquence à une seule extrémité de la cassure. Dans ce cas précis l’extrémité de la CDB 
envahit le brin homologue et initie la synthèse, formant une structure en boucle qui permet de 
restaurer la fourche de réplication et forme des jonctions de Holliday qui seront ensuite 
résolues (Helleday, 2003). Chez les mammifères, la preuve formelle de l’existence de ce type 
de réparation n’a pas été faite. Cependant le travail récent de Costantino et al. (Costantino et 
al., 2014) utilisant un nouveau plasmide fluorescent ayant la capacité de mesurer la réparation 
par BIR, a permis d’identifier la polymérase POLD3, hortologue de Pol32 chez S. cerevisiae, 




duplication génomique dans certains cancers surexprimant POLD3 serait due à son activité 
dans le BIR à la fourche de réplication qui est connue pour être très mutagène (Deem et al., 
2011).  
4.5.3 Le redémarrage de la fourche de réplication  
Les mécanismes par lesquels le HR assure la protection et le redémarrage de la fourche de 
réplication chez les mammifères sont encore mal connus. Plusieurs protéines ont toutefois été 
identifiées comme essentielles à ce processus. Il a notamment été montré que PARP-1 était 
requise pour le recrutement et la formation de foyers Mre11 au niveau de la fourche de 
réplication (Bryant et al., 2009). Le recrutement de Mre11 est critique pour le redémarrage de 
la fourche puisqu’il contribue à la résection des structures intermédiaires et à l’initiation de la 
recombinaison homologue (Williams et al., 2008). BRCA1, FANCD2 et BRCA2 sont 
également recrutées afin de protéger la fourche d’une résection excessive Mre11 dépendante 
(Yeo et al., 2014; Ying et al., 2012) et le recrutement de BRCA2 permet celui de Rad51 qui 
est requis pour la réparation des CDBs à la fourche (Petermann et al., 2010). Ces deux 
fonctions de protection et de réparation HR dépendantes de Rad51 sont distinctes, même si 
elles font intervenir plusieurs protéines communes. Par exemple le recrutement de Rad51 sur 
le ssDNA est suffisant pour induire la réparation par HR, alors que la stabilisation de la 
fourche exige un nucléofilament de Rad51 stablement accroché à la partie C-terminale de 
BRCA2.  
Il a également été suggéré que les cellules eucaryotes ont la capacité d’éviter le redémarrage 
de la fourche de réplication par l’initiation d’origines dormantes adjacentes à la fourche 
(Branzei and Foiani, 2007; Paulsen and Cimprich, 2007). Cette observation avait été 
confirmée par les travaux de Petermann et al. qui montrent qu’après un traitement de 24h au 
HU les cellules ont tendance à initier de nouveau évènements et non à redémarrer les fourches 
bloquées (Petermann et al., 2010). 
5. RPA : une protéine multifonctionnelle essentielle au maintien de l’intégrité du 
génome 
5.1 Structure et fonctions 
 
La protéine RPA est composée de trois sous-unités RPA1 RPA2 et RPA3, respectivement de 
70, 32 et 14 kDa. Cette protéine est très conservée chez les eucaryotes et possède une très 
haute affinité avec l’ADN simple brin, elle a tout d’abord été identifiée pour son rôle dans la 
réplication, mais s’est avérée impliquée également dans l’initiation de nouvelles origines de 
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réplication, et dans la réparation de l’ADN par recombinaison homologue et par excision de 
base. La multifonctionnalité de cette protéine est due à la diversité des substrats interagissant 
avec ses trois sous unités mais aussi aux différentes régulations post traductionnelles qu’elle 
peut subir.  
L’hétérotrimère RPA possède sept structures en feuillets pouvant se lier à l’ADN simple brin 
appelés « OB folds » (Oligo-saccharide/oligo nucléotide Binding fold), quatre sont localisés 
sur le polypeptide RPA70 et annotés DBD (pour DNA Binding domain) F, A, B et C (Figure 
17). Les domaines A et B interagissent fortement avec l’ADN et le domaine C est requis pour 
l’hétérotrimérisation de la protéine. Les sous unités 32 et 14 kDa possèdent également 
chacune un OB, nommés DBD D et DBD E respectivement, toutefois aucune interaction de 
ces domaines n’est requise pour l’interaction de l’hétérodimaire à avec l’ADN La sous-unité 
RPA 32 possède un domaine de phosphorylation N-terminal qui permet la régulation 






Figure 17: Représentation des différents domaines de la protéine RPA 
(A) Représentation schématique des différentes sous unités de la protéine RPA et des 
domaines de liaison à l’ADN (DBD) de l’hétérotrimère d’après (Binz et al., 2004). (B) 
Représentation du domaine N-terminal de la protéine RPA2 et des différentes kinases 





5.2 Rôles de la protéine RPA 
L’identification et la compréhension du rôle de la protéine RPA dans la réplication ont été 
possibles grâce à l’étude de la réplication du virus SV40 (Fairman and Stillman, 1988; Wold 
and Kelly, 1988). Dans ce système qui requiert la fonction hélicase de l’antigène T du virus, il 
a été montré que la protéine RPA était recrutée par l’antigène T pour stabiliser l’ADN simple 
brin et le protéger d’éventuels nucléases (Wold and Kelly, 1988). Il a également été montré 
que la protéine RPA s’associe au complexe de réplication suite à l’initiation du complexe pré-
réplicatif par Cdc45, et facilite l’ouverture des deux brins parentaux mais ne possède pas 
d’activité hélicase. Lors de l’initiation de la réplication, RPA facilite le recrutement, le 
« switching » et la stabilisation des ADN polymérases, puis stimule leur activité tout au long 
de l’élongation de la réplication (Binz et al., 2004; Oakley and Patrick, 2010; Yuzhakov et al., 
1999).  
La protéine RPA est également impliquée dans la reconnaissance des dommages et 
l’activation du point de contrôle en phase S, elle permet la relocalisation d’ATR au site de 
dommages et l’activation de Chk1 (Binz et al., 2004). 
La phosphorylation de la protéine RPA semble également nécessaire à la recombinaison 
homologue suite à un stress réplicatif, elle est requise pour le recrutement de la protéine 
Rad51 et l’initiation du HR après traitement HU (Shi et al., 2010). Elle protège l’ADN après 
sa résection en évitant la formation de structures secondaires (Chen et al., 2013) et permet, par 
la suite, le recrutement de la protéine Rad52 par une interaction protéine-protéine qui 
décroche RPA et facilite le recrutement de Rad51 (Park et al., 1996; Sugiyama and 
Kowalczykowski, 2002). Enfin, RPA interagit également avec la protéine BRCA2 qui joue un 
rôle majeur dans la relocalisation de Rad51 au cours de la recombinaison homologue (Liu et 
al., 2010). 
En plus de ses fonctions dans la réplication, la signalisation des dommages et la 
recombinaison, la protéine RPA est également impliquée dans d’autres mécanismes de 
réparation (Figure 18), notamment dans la réparation par excision de Nucléotide (NER) où 
elle intervient dans différentes étapes (Sancar, 1996; Wood, 1997) : elle contribue à la 
reconnaissance du dommage par son affinité élevée pour le ssDNA et son interaction avec la 
protéine XPA (He et al., 1995; Stigger et al., 1998), il a été suggéré qu’elle aurait un rôle dans 
la stabilisation du complexe de réparation et dans la stimulation de l’activité endonucléase du 
complexe XPF-ERCC1 et enfin, elle coordonne la synthèse post-réparation (Oakley and 
Patrick, 2010). 
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Au cours de la réparation par BER, qui se fait par l’action de glycosylases qui reconnaissent 
et éliminent le dommage, RPA semble interagir avec l’Uracil-glycosylase. Il a également été 
montré que la protéine RPA privilégie la voie du « Long Patch » qui constitue une des deux 
voies du BER, par l’extension d’ADN simple brin, et qu’elle stimule la ligase I, requise pour 
l’étape finale de réparation par BER. RPA est aussi impliquée dans la réparation par MMR, 
dans laquelle elle reconnait et protège l’ADN simple brin et stimule l’activité de 






Figure 18: Les différentes fonctions de la protéine RPA 
(A) Dans la réparation par NER RPA reconnait et facilite la réparation. (B) Dans la réparation 
par recombinaison homologue (C) Dans la réponse aux dommages, elle initie les cascades de 
signalisation ATR dépendantes et peut également interagir avec p53 et être la cible d’une 
phosphorylation ATM dépendante. (D) RPA facilite l’initiation et l’élongation de la 





5.2.1 Régulation de la protéine RPA et impact sur ses différentes fonctions 
La régulation de la protéine RPA passe par la phosphorylation de sa sous unité RPA2. Ces 
phosphorylations peuvent être stimulées par plusieurs facteurs : la progression dans le cycle 
cellulaire, les dommages de l’ADN, l’accumulation de fourches bloquées, ou encore les 
cassures de l’ADN. L’impact de ces phosphorylations sur les fonctions cellulaires de la 
protéine RPA n’est pas complètement défini mais plusieurs études ont permis de comprendre 
certains aspects régulateurs de ces phosphorylations. 
A la transition G1/S et en absence de dommages, Cdk2 phosphoryle la protéine RPA sur la 
sérine 23, l’activation de la kinase Cdk1 au cours de la mitose augmente le niveau de cette 
phosphorylation, et permet la phosphorylation de la sérine 29 (Anantha et al., 2008; Anantha 
et al., 2007; Stephan et al., 2009). Dutta et Stillman furent les premiers à montrer cette 
phosphorylation phase dépendante dans les cellules humaines, suggérant que ces 
phosphorylations contribueraient à l’initiation de la réplication (Dutta and Stillman, 1992). 
Cependant les travaux de Fotedar et Roberts montrent que la phosphorylation de la protéine 
RPA n’est pas nécessaire pour son interaction avec l’ADN simple brin, et que ces 
phosphorylations seraient probablement requises à la suite de l’initiation du complexe de 
réplication (Fotedar and Roberts, 1992). 
En réponse aux dommages, d’autres sites sont phosphorylés, les travaux d’Anatha et al. ont 
montré, par l’utilisation de plasmides mutés sur différents sites de la sous unité 2, que la 
protéine RPA était phosphorylée in vivo de manière séquentielle. En effet, l’interaction de 
l’hétérotrimère RPA à l’ADN simple brin suite à un traitement à la CPT active ATR qui 
phosphoryle la sous unité 2 sur la sérine 33  
Figure 19) et cette phosphorylation est suivie de la phosphorylation des sérines 23 et 29 par 
Cdk1 et Cdk2, la mutation de ces deux sites réduisant fortement la phosphorylation ATR 
dépendante. Ces évènements initiateurs stimulent la phosphorylation du site Thr 21 
probablement par la DNA-PK et l’ensemble de ces phosphorylations permet 
l’hyperphosphorylation de la protéine RPA sur les sérines 4 et 8 qui serait majoritairement 
DNA-PK dépendante. Cela conduit à une stimulation des protéines RPA adjacentes en trans 
et leur hyperphosphorylation (Anantha et al., 2007). Plusieurs types de traitements peuvent 
induire la phosphorylation de ces sites notamment la CPT, l’aphidicoline, le HU, les 
radiations UV et les RI (Liu and Weaver, 1993; Shao et al., 1999; Zernik-Kobak et al., 1997). 
De plus l’hyperphosphorylation de la protéine RPA coïncide avec la réparation par RH. En 
effet, le traitement des cellules en phase G1, S et G2 à la Bléomycine, une drogue induisant 
des CDB, montre que la forme hyperphosphorylée de la protéine est retrouvée en fin de phase 
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S et début de G2, lorsque la RH est maximale, suggérant que l’hyperphosphorylation de la 
protéine RPA serait un marqueur de résection de l’ADN (Anantha et al., 2007).  
Plusieurs études suggèrent que les fonctions de la protéine RPA seraient régulées par cet état 
d’hyperphosphorylation, cette forme aurait une affinité réduite pour les domaines de 
réplication. Ce résultat a été démontré in vivo par l’utilisation de plasmides mimant l’état 
hyperphosphorylé de la protéine dans des cellules humaines, après traitement à la CPT ; de 
façon intéressante, la protéine RPA hyperphosphorylée ne colocalise plus avec les foyers 
BrdU mais ne perd pas son affinité pour les foyers d’ADN endommagé, suggérant que l’état 
hyperphosphorylé de RPA stimulerait sa fonction de réparation (Vassin et al., 2004). En 
présence d’UV, l’hyperphosphorylation de la protéine RPA a également été associée à l’arrêt 
du cycle cellulaire et au ralentissement de la réplication (Olson et al., 2006); le mécanisme 
précis par lequel l’hyperphosphorylation de RPA réduit l’activité réplicative n’est pas défini, 
une des possibilité serait que son affinité pour les ADN polymérases serait réduite (Binz et al., 

























Figure 19: Modèle de la phosphorylation de la protéine RPA en réponse à la CPT et 
impact en cis et en trans. 
La protéine RPA interagit avec l’ADN simple brin formé au cours du dommage, elle est 
phosphorylée par ATR sur le site S33. Cette phosphorylation sert de substrat pour d’autres 
modifications de la protéine, par les Cdks sur les sites S29 S23, puis par la kinase DNA-PK 
sur les sites S4 S8 et Thr21 et probablement sur les sites S11 S12 S13. 
L’hyperphosphorylation de la protéine RPA agit également en trans sur d’autres molécules 
RPA (D’après (Anantha et al., 2007)). 
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Chapitre 2  : La kinase dépendante des cyclines-5 :  
Cdk5  
1. La famille des Cdks  
Les Cdks sont des sérines thréonines kinases qui contrôlent une multitude d’évènements tout 
au long du cycle cellulaire. C’est en 1991, au cours d’un symposium sur le cycle cellulaire 
qu’il a été convenu que la dénomination Cdk serait donnée à toute kinase ayant les deux 
critères suivant : une forte homologie avec Cdk1, et la capacité à interagir avec les cyclines 
(Meyerson, Enders et al. 1992). Basée sur l’homologie de séquence, la famille des Cdks chez 
l’homme est actuellement composée de 21 gènes codant des Cdks et 5 gènes codant des 
kinases « Cdk-like » (Cdkls). Cette nomenclature est basée sur la classification fonctionnelle 
qui regroupe les 13 premières Cdks (Cdk1-Cdk13). Les autres Cdks et Cdkls ayant en 
commun un site prédictif permettant l’interaction avec les cyclines (PSSLARE ou PCTAIRE) 
ou simplement une homologie de séquence avec les premières Cdks identifiées (Figure 20) 
(Malumbres et al., 2009). La caractérisation fonctionnelle des Cdks se base également sur la 
présence d’un motif riche en Glycine et d’une structure en T-loop bien conservée chez les 
eucaryotes (Guo and Stiller, 2004).  
2. Fonctions générales des Cdks 
Les Cdks possèdent plusieurs rôles dans la cellule, des analyses fonctionnelles dans 
différentes espèces ont pu les classer en sous-groupes (Guo and Stiller, 2004). Les six 
premières Cdks (Cdk1-Cdk6) sont essentiellement associées à la progression et au contrôle du 





Figure 20: Sites prédictifs des Cdks et des protéines Cdks Like  
Les séquences protéiques sont représentées, le site prédictif d’interaction avec les cyclines 
correspond à l’encadré rouge (d’après (Malumbres et al., 2009)). 
 
Cependant, certaines Cdks de ce groupe se sont avérées avoir également un rôle dans la 
régulation de la réparation (Wohlbold and Fisher, 2009) et dans la transcription (Courapied et 
al., 2010). Les protéines du groupe des Cdk7 et Cdk7-like kinases possèdent une activité 
appelée « CAK » (Cdk Activating Kinases) permettant d’activer les Cdks du cycle et jouent 
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un rôle dans la transcription. Les groupes des Cdk8 et Cdk9 jouent également un rôle dans la 
transcription via la phosphorylation du domaine dit « CTD » de l’ARN polymérase II (Guo 
and Stiller, 2004; Hirose and Ohkuma, 2007). Le rôle des Cdk10 et Cdk11 n’est pas encore 
clairement défini, mais elles ont aussi été associées à la transcription (Kasten and Giordano, 
2001). Enfin Cdk12 et Cdk13, découvertes plus récemment, régulent l’expression de Cdk5 
dans les neurones (Chen et al., 2014) et Cdk12 phosphoryle également la RNA polymérase II 
(Bowman and Kelly, 2014) (Figure 21). 
Les Cdks font partie des plus petites protéines kinases, leur structure est composée de deux 
lobes : le N-lobe possédant la séquence PSTAIRE riche en glycine, et le C-lobe composé 
d’hélices α. Entre ces deux lobes, on retrouve le site de liaison à l’ATP et aux substrats des 
Cdks. Les résidus impliqués dans la liaison à l’ATP se trouvent sur les deux domaines alors 
que les résidus importants pour la liaison aux substrats se situent au niveau du domaine C-
terminal. Le mécanisme d’activation des Cdks a été compris grâce à la cristallisation du 
complexe Cdk2/Cycline A. Brièvement, l’interaction de la cycline A avec Cdk2 permet 
l’ouverture partielle de la boucle terminale « T-loop » (segment activateur qui permet l’accès 
à l’ATP et aux substrats), ce site n’est complètement ouvert qu’a la suite de la 
phosphorylation CAK dépendante de la kinase sur la Thr160 (Lim et al., 2001). 
3. Cdk5 une Cdk particulière 
La cyclin-dependent-kinase 5 (Cdk5) a été découverte en 1992 lors d’un criblage recherchant 
des identités de séquences avec Cdk1. Elle sera d’abord nommée neuronal cdc2-like kinase 
(nclk) du fait de sa forte expression dans les cellules neuronales post mitotiques, puis 
PSSALRE kinase, en référence au domaine PSSLARE caractéristique des Cdks (Meyerson et 
al., 1992) et ce n’est qu’après la démonstration de son interaction avec la Cycline D qu’elle 
sera appelée Cdk5 (Xiong et al., 1992). Cdk5 possède 58% et 60% d’homologies de séquence 
d’acides aminés avec Cdk1 et Cdk2 respectivement, cette similitude se situe surtout au niveau 
des domaines caractéristiques des kinases. A titre de comparaison, Cdk1 et Cdk2 dont les 
fonctions cellulaires sont très proches possèdent des séquences similaires à 65% (Hellmich et 
al., 1992; Lew and Wang, 1995).  
La kinase Cdk5 est essentielle pour le développement, les souris Cdk5
-/-
 subissent une mort 
prénatale associée notamment à un positionnement anormal des neurones dans plusieurs 
régions du cerveau et du cortex cérébral (Gilmore et al., 1998; Ohshima et al., 1996). La 




neurones. Cependant il a été montré que cette activité kinase était présente dans les ovaires de 




Figure 21: Interaction des Cdks avec les cyclines et « cyclines like proteins » (Bruyere 
and Meijer, 2013). 
 
3.1 Structure de Cdk5  
Cdk5 est une protéine de 292 acides aminés, d’un poids moléculaire de 33 KDa, elle est codée 
chez l’Homme par un gène unique de 12 exons située sur le chromosome 7, dans la région 
q36 (Demetrick et al., 1994). Tous comme les autres Cdks, Cdk5 est constituée d’un petit lobe 
N terminal et d’un grand lobe C-terminal, le lobe N terminal se compose d’un feuillet β et 
d’une hélice C contenant une séquence polypeptidique PSSALRE, le grand lobe C est 
composé d’un feuillet α. C’est entre ces deux structures que l’on retrouve le site de liaison à 
l’ATP, et aux substrats, ainsi qu’une structure en boucle terminale « T-loop » dont 
l’orientation permet la reconnaissance du substrat (Figure 22). 
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Figure 22: Structure de la kinase Cdk5 lié à p25 (Tarricone et al., 2001) 
3.2 Activation de Cdk5  
Malgré les similitudes structurales observées entre Cdk5 et les autres Cdks, l’activation de 
Cdk5 diffère sur certains points que nous abordons ci-dessous.  
Contrairement aux autres Cdks du cycle cellulaire qui sont dépendantes des cyclines pour leur 
activation, Cdk5 est activée par trois partenaires activateurs p39, p35 et p25. Tout comme 
Cdk5, c’est dans les neurones que ces activateurs sont les plus fortement exprimés, toutefois 
leur expression est ubiquitaire. 
3.2.1 Les protéines p35 et p39  
La protéine p35, également appelé Nck5a (Neuronal Cdk5 Activator) a été découverte par co-
immunoprécipitation avec Cdk5 dans des extraits neuronaux, il a été démontré que p35 était 
capable de s’associer et d’activer Cdk5 in vivo et in vitro (Tsai et al., 1994) ; l’isoforme p39 
ou Nck5ai (Neuronal Cdk5 Activator Isoform) a été identifiée par homologie de séquence 
avec p35 (Tang et al., 1995). Le complexe Cdk5/p39 a été plus difficile à isoler du fait de la 
fragilité de l’interaction entre les deux protéines, cependant l’activation de Cdk5 par p39 a pu 
être démontrée (Humbert et al., 2000; Yamada et al., 2007).  
Les activateurs p35 et p39 partagent 57% d’identité au niveau protéique et possèdent une 
région de 150 acides aminés hautement conservée, la comparaison des séquences protéiques 
de p35 et p39 avec celles des cyclines ne montre pas d’homologies. Néanmoins, ces petites 
molécules adoptent une structure tridimensionnelle similaire au domaine globulaire des 




KO p39/p35 est embryonnaire létal et présente un phénotype très similaire à celui des souris 
Cdk5
-/-
 , en revanche, la déplétion d’un deux activateurs est viable, suggérant un phénomène 
de compensation, avec un phénotype plus marqué dans les p35
-/-
, qui indique un spécificité 
physiologique de ces deux activateurs (Chae et al., 1997; Ko et al., 2001). L’expression des 
protéines p39 et p35 est ubiquitaire mais elles sont majoritairement exprimées au niveau des 
cellules post-mitotiques du système nerveux central, et avec une localisation cellulaire 
différente au cours du développement de l’animal. (Zheng et al., 1998). 
3.2.2 La protéine p25  
Il a été montré que la forme majoritaire activatrice de Cdk5 dans le cerveau était p35. La 
Calpaïne (Calcium activated protéase) clive la protéine p35 du coté N-terminal en deux 
protéines : p10 et p25, cette dégradation est induite par diverses conditions neurotoxiques 
telles que le stress oxydatif, l’ischémie, l’exposition au peptide β-Amyloïde ou encore 
l’augmentation de la concentration du calcium (Lee et al., 2000). L’observation que la forme 
la plus abondante après purification des complexes Cdk5/activateurs à partir de lysats 
cellulaires est une association de Cdk5 à p25 est probablement due au clivage de p35 en cours 
de purification qui peut entrainer des clivages in vitro (Kusakawa et al., 2000). Cette 
dégradation n’augmente pas l’activité kinase de Cdk5, mais augmente la stabilité du 
complexe puisque le temps de demi-vie de l’activateur p25 est trois fois plus élevé que celui 
de p35 qui n’est que de 20 à 30 minutes (Tarricone et al., 2001). Ainsi le clivage de la 
protéine p35 en p25 probablement favorise l’activité de Cdk5 dans des conditions de stress 
cellulaire. 
Cette forme stable se relocalise anormalement dans le cytoplasme, et induit des 
phosphorylations associées à de l’apoptose dans les neurones. L’accumulation de la forme 
tronquée p25 est également associée à des dégénérescences anormales telles que celles 
caractérisant la maladie d’Alzheimer (Kusakawa et al., 2000). La protéine p29 est un autre 
activateur retrouvé dans les neurones, c’est un produit de clivage de p39 qui engendre 
également des dérégulations de l’activation de Cdk5 (Patzke and Tsai, 2002). 
3.2.3 Autres partenaires de Cdk5  
D’autres partenaires de Cdk5 ont été décrits dans la littérature (Figure 21), notamment la 
Cycline I. Cette cycline est exprimée de façon constitutive dans les cellules, avec un niveau 
d’expression plus élevé dans le cerveau, le cœur, le foie et les cellules musculaires (Nakamura 
et al., 1995). Il a été montré que la Cycline I active Cdk5 dans des cellules différenciées telles 
que les neurones et les podocytes et que cette activation permet de cibler des substrats 
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distincts de ceux ciblés par le complexe Cdk5/p35. Deux voies parallèles dépendantes de 
l’activité de Cdk5 permettant de limiter la mort cellulaire par apoptose sont ainsi activées 
dans ces cellules : le complexe Cycline I/Cdk5 active la voie MEK1/2-ERK1/2 et le complexe 
p35/Cdk5 phosphoryle directement Bcl-2, ces deux complexes promouvant la survie 
cellulaire dans les cellules différenciées (Brinkkoetter et al., 2009; Brinkkoetter et al., 2010; 
Taniguchi et al., 2012).  
Une interaction de Cdk5 avec la Cycline D a également été démontrée, en revanche aucune 
preuve d’activation de Cdk5 par la cycline D n’a été faite (Guidato et al., 1998). D’autres 
résultats suggèrent plutôt un rôle de la Cycline D dans la régulation du complexe Cdk5/p35 
dans les neurones (Modi et al., 2012). Cdk5 interagit également avec la Cycline E, 
contrairement à son rôle activateur sur les Cdks du cycle cellulaire, dans les neurones, la 
Cycline E forme un complexe inactif avec la kinase Cdk5 et cette séquestration ne permet pas 
son interaction avec p35 et p39. Cette interaction aurait un rôle physiologique puisqu’elle 
promeut la croissance dendritique, la plasticité synaptique et la mémoire dans les neurones 
(Odajima et al., 2011).  
3.2.4 Régulation de l’activation de Cdk5  
Les analyses du complexe Cdk5/p25 par cristallographie montrent que la forme active de 
Cdk5 présente une structure tridimensionnelle très similaire à celle de Cdk2  observée dans le 
complexe CyclineA/Cdk2. Cette activation ne passe pas par la phosphorylation CAK 
dépendante de Cdk5 sur le site Thr160, même si celui-ci est conservé. De ce fait, l’ouverture 
de la boucle T ne serait pas stabilisée par la phosphorylation du site Thr160, mais plutôt par la 
spécificité de l’interaction Cdk5/p35 ou p25. Cette spécificité serait associée à la 
phosphorylation d’un site à proximité de la Thr160, la Ser159, qui aurait un rôle direct dans la 
reconnaissance de Cdk5 par ses activateurs (Tarricone et al., 2001). Toutefois, cette hypothèse 
est largement controversée puisque certains travaux montrent que cette phosphorylation n’est 
pas nécessaire à l’activation de Cdk5 (Poon et al., 1997; Qi et al., 1995). D’autres suggèrent 
que cette phosphorylation régule négativement l’activité de Cdk5 (Tarricone et al., 2001) et 
d’autres encore proposent un effet activateur (Rosales et al., 2003). Une autre particularité du 
complexe Cdk5/p35 réside dans le fait que p35 peut directement interagir avec les substrats de 
Cdk5 par une association aux résidus basiques à proximité du motif (S/TP) spécifique des 
Cdks. Par conséquent, Cdk5 a la particularité de phosphoryler les motifs Serine-Proline ou 
Thréonine-Proline de préférence à proximité de résidus basiques tel que l’arginine et la lysine. 




3.2.4.1 Régulation post traductionnelles de Cdk5 et p35  
L’inhibition de l’activité kinase des Cdks passe par la phosphorylation de deux sites situés 
dans la poche permettant l’association à l’ATP sur les résidus Thr14 et Tyr15. Dans le cas de 
Cdk5, les résultats sont assez contradictoires, il avait été rapporté que Cdk5, contrairement 
aux autres Cdks, serait activée par la phosphorylation de la Tyr15 (Lalioti et al., 2010). Mais 
de récents travaux suggèrent que cette phosphorylation n’impacterait pas sur l’activation de 
Cdk5 (Kobayashi et al., 2014). De plus les kinases Wee1 et Myt connues pour phosphoryler 
les Cdks sur ces deux sites, ne phosphorylent pas Cdk5 (Lalioti et al., 2010). 
Un des facteurs majeurs qui permet la régulation de l’activité de Cdk5 dans les neurones est la 
dégradation de p35 et p39. Cette dégradation passe par la phosphorylation des activateurs qui 
permet leur redirection vers le protéasome. Lorsque Cdk5 est activée, elle phosphoryle p35 
sur deux sites : la Ser8 et la Thr138, la phosphorylation sur le site Ser8 est constante au cours 
du développement, alors que la phosphorylation sur le site Thr138 n’est observée qu’au stade 
fœtal. Cette réduction de la phosphorylation du site Thr138 serait due à une augmentation de 
la déphosphorylation dépendante de la phosphatase PP2A. La phosphorylation sur le site 
Thr138 joue plusieurs rôles : elle prévient le clivage de la molécule p35 en p25 et par 
conséquent les dérégulations de l’activation de Cdk5 et elle permet la redirection de p35 vers 
le protéasome, régulant de ce fait l’activation du complexe. 
3.3 Rôles de Cdk5  
3.3.1 Rôle pro et anti-apoptotique dans les neurones 
Cdk5 possède un rôle neuroprotecteur majeur puisqu’elle est requise pour la survie des 
neurones. Il a été montré que l’absence de Cdk5 sensibilise les cellules neuronales aux UV car 
Cdk5 a un rôle anti-apoptotique via la régulation négative de la voie c-Jun après irradiation 
UV (Li et al., 2002) et que la suppression de Cdk5, par un effet dominant négatif, sensibilise 
les neurones aux dommages induits par la CPT (Camptothécine)  (O'Hare et al., 2005). Une 
sensibilité aux UV a également été observée dans d’autres cellules différenciées telles que les 
podocytes en absence de Cdk5. Dans ces cellules, il a en effet été montré que l’activation de 
Cdk5 par p35 et la Cycline I avait un effet positif sur la survie cellulaire (Brinkkoetter et al., 
2009). De plus, Cdk5 est impliquée dans l’activation de la voie anti-apoptotique PI3K/AKT 
dans les neurones (Li et al., 2003). 
Paradoxalement, Cdk5 dans certaines circonstances peut être pro-apoptotique. Cette situation 
est souvent associée au clivage de l’activateur p35 et à la nucléarisation du complexe 
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Cdk5/p25. De ce fait, p35 est associée à la survie cellulaire et p25 à l’apoptose. Dans les 
neurones, il a été montré que Cdk5 phosphorylait ATM sur la serine 794 et que cette 
modification était nécessaire pour l’activation d’ATM. En effet, elle facilite la 
phosphorylation du site Ser1981 après traitement à la CPT, ce qui permet la réactivation du 
cycle cellulaire nécessaire à l’induction de l’apoptose (Tian et al., 2009). Une autre protéine 
de la réparation est également phosphorylée dans les neurones, il s’agit de l’endonucléase 
Ape1. Le traitement de cellules neuronales avec du MPP (1-méthyl-4-phényl pyridinium) 
entraine la phosphorylation d’Ape1 par Cdk5 sur le site Thr232. Cette phosphorylation réduit 
l’activité endonucléase d’Ape1, entrainant l’accumulation de sites AP dans la cellule et 
induisant la mort cellulaire (Huang et al., 2010). Une autre étude suggère que la 
phosphorylation d’Ape1 par Cdk5 sur la Thr233 augmente l’ubiquitination de la protéine dans 
différents types cellulaires (Busso et al., 2011). Dans ce sens il a également été montré que les 
irradiations de cellules neuronales aux rayons X stimulent l’expression du complexe 
Cdk5/p25 et augmente l’apoptose (Sun et al., 2013). La dérégulation de l’activité de Cdk5 est 
associée dans les neurones à la réactivation du cycle cellulaire, elle passe notamment par la 
phosphorylation de la protéine du Rétinoblastome (pRb). Il a en effet été montré dans des 
neurones de souris que la kinase Cdk5 phosphoryle la protéine pRb sur plusieurs sites et que 
Cdk5/p25 stimule l’activité du complexe E2F. Dans des conditions normales, la 
phosphorylation de pRb dans le cytoplasme ne suffit pas à activer le facteur de transcription 
E2F, en revanche en condition de stress, le clivage de p35 en p25 permet 
l’hyperphosphorylation de la protéine pRb et par conséquent l’activation d’E2F (Futatsugi et 
al., 2012; Hamdane et al., 2005).  
De plus, le complexe Cdk5/p35 est activé par la voie ERK en réponse aux dommages causés 
par la mitomycine C dans les neurones, cette activation aurait un rôle sur la phosphorylation 
et la stabilisation de la protéine Rb et l’induction d’apoptose (Lee and Kim, 2007). 
L’implication de la protéine Cdk5 dans l’apoptose des neurones est en partie associé à sa 
capacité d’interagir avec l’histone déacétylase-1 (HDAC) qui a pour rôle de compacter l’ADN 
et de réprimer les gènes impliqués dans le cycle cellulaire tels que E2F et les Cyclines A et E, 
l’interaction de Cdk5/p25 avec l’HDAC entraine une surexpression des gènes du cycle 





3.3.2 Conséquences pathologiques du dérèglement de l’activité Cdk5 dans les 
neurones 
L’activation anormale du complexe Cdk5/p25 réactivant le cycle cellulaire, les dérégulations 
de l’expression de Cdk5 sont associées à plusieurs pathologies neurodégénératives telles que 
la maladie d’Alzheimer et de Parkinson (Ahn et al., 2008; Hernandez-Ortega et al., 2007). 
Cette réactivation passe par la phosphorylation de la protéine pRb, qui dans ces conditions 
peut induire de façon anormale la réplication des neurones, ces cellules dégénèrent alors par 
apoptose avant la mitose (Lopes and Agostinho, 2011). De plus, une activité Cdk5 
anormalement élevée a été observée chez les patients atteints d’Alzheimer. Elle conduit à 1) 
une phosphorylation excessive de la protéine précurseur du peptide amyloïde, générant la 
formation d’agrégats de peptide amyloïde caractéristiques d’Alzheimer, et 2) une 
hyperphosphorylation de la protéine Tau, une protéine de la famille des MAPs (Microtubule 
Associated Protein), nécessaire pour le guidage axonal et la stabilité du cytosquelette. Tau 
hyperphosphorylée ne pouvant plus s’associer aux microtubules s’agrège, ces observations 
sont associées à la perte de mémoire et aux changements de comportements se produisant 
chez les patients atteints de la maladie d’alzeihmer (Lopes and Agostinho, 2011).  
3.3.3 Rôles de Cdk5 dans les cellules non neuronales  
L’émergence d’un rôle extraneuronal de Cdk5 vient de l’observation que le complexe 
Cdk5/activateur est fonctionnel dans plusieurs types de cellules non-neuronales, notamment 
dans les cellules pancréatiques, les monocytes, les leucocytes et myocytes, les cellules 
épithéliales et endothéliales, les adipocytes ou encore les ovaires de souris, et probablement 
d’autres types cellulaires où son activité n’a pas encore été investiguée (Arif, 2012; Contreras-
Vallejos et al., 2012; Rosales and Lee, 2006). Tout comme dans les neurones, Cdk5 a été 
impliquée dans l’apoptose dans d’autres types cellulaires où ce processus de mort cellulaire 
joue un rôle dans la différenciation qui permet le remodelage des tissus. Parmi les activités 
extraneuronales de Cdk5, on peut citer son rôle dans l’angiogenèse, l’adhésion, la migration et 
la régénération cellulaire, la transcription, la sénescence, la différentiation cellulaire (Arif, 
2012) et, plus récemment, dans l’activation des points de contrôle du cycle cellulaire et la 
réponse aux dommages (Courapied et al., 2010; Turner et al., 2008). 
Lors de notre étude, nous nous sommes plus particulièrement intéressés au rôle de Cdk5 dans 
la prolifération cellulaire et dans la réponse aux dommages induits par un stress réplicatif et 
des radiations ionisantes, des processus dont le contrôle est essentiel pour éviter le 
développement de cancers. 
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Le rôle de Cdk5 dans les cellules non neuronales en réponse aux dommages n’a été étudié que 
très récemment, l’un des travaux majeurs ayant permis l’identification d’un rôle de Cdk5 en 
réponse aux dommages est celui de Turner et al. (Turner et al., 2008) qui montre que la 
déplétion de Cdk5 par siARN sensibilise des cellules cancéreuses humaines aux inhibiteurs de 
PARP, au Cisplatine et à la CPT. L’inhibition de Cdk5 dans la lignée du sein CAL51 a 
également été associée à une accumulation de dommages spontanés (mesurés par la 
quantification des foyers H2AX) et post-irradiation (foyers Rad51), mais aucun rôle dans la 
signalisation et la réparation des cassures double brin n’a été identifiée après exposition aux 
rayons. En revanche, la mesure post irradiation de la synthèse d’ADN (RDS) a mis en 
évidence un défaut du point de contrôle de la phase S en absence de Cdk5, et la mesure du 
ratio mitotique a permis l’identification d’un défaut de l’arrêt en G2/M. En réponse aux 
inhibiteurs de topoisomérases, Courapied et al. ont observé une augmentation de l’activité 
kinase de Cdk5 dans des cellules de colon (HT29) et ils ont identifié le facteur de 
transcription STAT3 (Signal transducer and Activator of Transcription 3) comme étant une 
des cibles de Cdk5 post traitement avec un inhibiteur de topoisomérase. Cdk5 phosphoryle 
STAT3 sur la serine 727, cette phosphorylation étant associée avec une augmentation de la 
transcription de la protéine Eme1, impliquée dans la réparation des dommages à la fourche. 
De plus, ces travaux suggèrent que la phosphorylation sur le site 727 serait associée à une 
activation du point de contrôle G2/M en réduisant la phosphorylation de STAT3 sur la sérine 
705 et de ce fait la transcription des gènes myc et Cycline D1 impliqués dans la progression 
en G2/M (Courapied et al., 2010). Les récents travaux de Hsu et al. ont également montré une 
phosphorylation de STAT3 Cdk5 dépendante sur la sérine 727 en absence de dommages dans 
des xénogreffes de souris et des cellules issues de cancer de la prostate. Ces résultats 
suggèrent que Cdk5 promeut par cette phosphorylation une interaction entre STAT3 et les 
récepteurs aux androgènes, augmentant la prolifération cellulaire (Hsu et al., 2013).  
L’U612 s’intéresse au rôle de Cdk5 en réponse aux dommages depuis quelques années, 
notamment par l’étude du rôle de la kinase dans la régulation de l’activité de la PARP-1 et 
dans la réparation de l’ADN. Les travaux menés par Bolin et al. (Bolin et al., 2012) ont 
montré que dans des cellules HeLa, l’activité de la PARP-1 est régulée par une 
phosphorylation inhibitrice Cdk5 dépendante, confirmant les travaux de Gagné et al. qui 
avaient montré que in vitro Cdk5 phosphoryle PARP-1 sur l’une des trois serines 782, 785 et 
786 (Gagné et al., 2009). De plus, la mutation de ces trois sérines réduit le recrutement de 
PARP-1 aux sites de dommages induits par micro-irradiation laser (Bolin et al., 2012). La 




entraîne également une réduction du recrutement de XRCC1. En revanche, la cinétique de 
religation des cassures simple brin est similaire dans les lignées Cdk5 déplétées et les lignées 
Contrôles. Ces résultats suggèrent que les dérégulations de l’activité PARP et de la réparation 
des cassures simple brin par la sous voie du BER dite « short patch » seraient compensées par 
une augmentation du recrutement de PCNA dans les cellules Cdk5 KD et une augmentation 
de la réparation par la sous voie dite « Long Patch ». 
Chapitre 3 : Cdk5 et cancer 




Chapitre 3 : Cdk5 et cancer 
La forte implication de Cdk5 dans le développement neuronal et la neurodégénération en fait 
une cible thérapeutique intéressante pour le traitement de nombreuses maladies 
neurodégénératives, notamment la maladie d’Alzheimer et la maladie de Parkinson. Le cancer 
constitue un autre type de pathologie pour lequel une modification de l’expression ou de 
l’activité de Cdk5 pourrait constituer une approche thérapeutique. Des associations entre 
l’expression de Cdk5 et la progression de certains cancers ont déjà pu être établies mais une 
meilleure compréhension du rôle de Cdk5 dans la réponse aux dommages est nécessaire. 
Nous développerons dans cette dernière partie de l’introduction les travaux récents sur ce 
sujet et discuterons les éventuels liens entre réponse aux dommages et progression tumorale. 
1. Les évènements cellulaires impliqués dans le développement tumoral  
Le développement de cancers passe par l’accumulation de multiples mutations oncogéniques 
qui confèrent aux cellules un phénotype malin caractéristique, qui leur permettent par 
exemple d’échapper à l’apoptose, aux points de contrôles du cycle cellulaire, d’avoir un 
potentiel réplicatif augmenté, de surexprimer certains facteurs de croissance et par conséquent 
de devenir incontrôlables. En 2000, Hanahan et Weinberg expliquent que le développement 
d’un cancer dépend de six capacités biologiques distinctives : la capacité à éviter l’apoptose, 
la possibilité de se diviser de manière indéfinie, la capacité de développer des métastases, 
l’insensibilité aux inhibiteurs de croissance, la capacité à induire de l’angiogenèse et 
l’autosuffisance en signaux de croissance (Hanahan and Weinberg, 2000). Onze années plus 
tard, un deuxième article de ces auteurs permet d’ajouter deux nouveaux paramètres à cette 
liste : la capacité à éviter la destruction par le système immunitaire et la dérégulation du 
métabolisme énergétique des cellules (Hanahan and Weinberg, 2011). Ils mettent aussi en 
évidence deux caractéristiques favorisant les cancers (mais qui ne sont pas qualifiées de 
capacités distinctives), il s'agit de l'inflammation, favorisant les tumeurs, ainsi que l'instabilité 
et les mutations du génome. Bien que l’on sache maintenant que cette description n’était pas 
complète et qu’une approche par la Biologie des Systèmes est nécessaire pour rendre compte 
de la complexité de ces questions, ces revues restent des références. 
La compréhension des facteurs conférant ces capacités aux cellules cancéreuses est un 




développement de traitements antitumoraux qui se basent sur l’inhibition de ces capacités 
dites « tumorales ». Les gènes appelés oncogènes et gènes suppresseurs de tumeur ont été 
identifiés d’après leurs fonctions biologiques. Ces gènes font partie de ceux qui facilitent la 
transmission des signaux de contrôle de croissance depuis la membrane cellulaire au noyau 
(transduction du signal), qui induisent la division cellulaire, la différenciation ou la mort 
cellulaire et, peut-être le point le plus critique de tous, qui maintiennent l’intégrité des 
informations génétiques grâce à la réparation de l’ADN et autres processus similaires. Les 
modifications de la structure de ces gènes et de leur expression qui entraînent la 
cancérogenèse sont progressivement identifiées. Cdk5 fait partie de ces gènes. 
2. Impact des variations de l’expression de Cdk5 sur le développement tumoral : 
Les travaux réalisés sur des cellules tumorales non neuronales s’accordent tous sur le fait que 
le développement des tumeurs est souvent associé à une augmentation de l’expression et de 
l’activité de Cdk5 et mettent en évidence l’implication de Cdk5 dans la croissance cellulaire, 
la migration et le profil métastatique, suggérant que Cdk5 serait un marqueur de pronostic très 
prometteur. Ces cinq dernières années le nombre de publications faisant le lien entre la kinase 
Cdk5 et le cancer n’a cessé de s’accroitre, ci-dessous nous décrivons les travaux récents sur ce 
sujet.  
2.1 Dans le cancer du pancréas : 
L’analyse de l’expression du gène CDK5 et de ces activateurs dans des cellules 
d’adénocarcinome pancréatique montre qu’une surexpression des complexes Cdk5/activateurs 
qui est associée à l’amplification d’un des gènes CDK5, p39 ou p35 est observée dans 67% 
des cas analysés. De plus, Cdk5 est hyperactive dans les tumeurs porteuses de mutations dans 
K-Ras, une mutation souvent associée au développement de l’adénocarcinome pancréatique, 
l’augmentation de l’activité kinase Cdk5 a pour conséquence un effet migratoire plus élevé 
des cellules (Eggers et al., 2011).   
2.2 Dans le cancer de la prostate : 
Une activité de Cdk5 a également été observée dans des tumeurs prostatiques, le potentiel 
migratoire des xénogreffes de tumeurs de prostate est fortement réduit lorsqu’un dominant 
négatif Cdk5dn y est transfecté, suggérant un rôle de Cdk5 dans la progression des tumeurs 
invasives (Strock et al., 2006). L’étude d’une cohorte de 110 patients atteints de cancer de la 
prostate a permis de mettre en évidence une corrélation positive entre l’activation de Cdk5 et 
la phosphorylation de STAT3 dans ces tumeurs. Il a été montré que la phosphorylation de 
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STAT3 par Cdk5 sur sa serine 727 active ce facteur de transcription, augmentant ainsi 
l’expression de ses cibles telles que junB qui agissent sur la prolifération dans les tumeurs 
surexprimant Cdk5 ou p35. Réciproquement, un traitement avec un inhibiteur de Cdk5 inhibe 
la prolifération stimulée par STAT3 (Hsu et al., 2013). Les travaux précédents de cette équipe 
avaient montré que Cdk5 stabilisait le récepteur aux androgènes (AR) via sa phosphorylation 
sur la Ser81 dans des cellules issues de tumeurs de prostate (Hsu et al., 2011), on sait 
maintenant que l’activation de ce récepteur par son interaction avec STAT3 est stimulée par la 
phosphorylation de STAT3 sur la serine 727, induisant la prolifération tumorale. Une étude 
très récente a mis en évidence un des mécanismes potentiels par lesquels l’activation de Cdk5 
augmenterait le profil métastatique des tumeurs de la prostate. Jin et al. indiquent que 
l’activité kinase de Cdk5 est augmentée dans les lignées métastatiques en comparaison avec 
des lignées issues de cancers non métastatiques et expliquent que Cdk5 phosphoryle et active 
la protéine Talin. Cette activation permet l’interaction de la Talin avec la protéine 
transmembranaire β-intégrine et de ce fait l’augmentation de la signalisation intégrine qui 
promeut l’adhésion et la mobilité cellulaire et par conséquent les métastases (Jin et al., 2014). 
3.3.4 Dans le cancer de la tyroïde : 
La phosphorylation Cdk5 dépendante de STAT3 sur la Ser727 a également été retrouvée dans 
les cellules de carcinome médullaire de la thyroïde (MTC), elle augmente la prolifération 
cellulaire et l’activité kinase Cdk5 y est stimulée par l’accumulation d’hormone calcitonine 
sécrétée par les cellules C de la thyroïde (Lin et al., 2007). A la différence de la protéine p35, 
p25 ne semble pas jouer un rôle dans cette phosphorylation. Dans le même modèle, Pozo et 
al. ont également montré un rôle de Cdk5 dans la tumorigénèse et la prolifération tumorale, 
s’accompagnant d’une surexpression de p25 et une action de Cdk5 par l’intermédiaire de la 
protéine Rb qu’elle phosphoryle sur ses sérines 807 et 811 (Pozo et al., 2013).   
3.3.5 Dans le cancer du poumon : 
Liu et al. ont analysé l’expression de Cdk5/p35 dans 95 échantillons de cancers de poumon de 
type carcinome non à petites cellules (NSCLC), l’immunohistochimie montre une expression 
de Cdk5/p35 dans plus de 69,5% des cas, et le plus souvent, dans les cas les plus malins. 
L’estimation de la survie par la courbe Kaplan-Meier suggère un meilleur pronostic pour les 
patients n’exprimant pas Cdk5/p35 (Liu et al., 2011). Dans une autre étude, il a été montré 
une expression de Cdk5 et p35 dans des cancers primaires du poumon et dans de nombreuses 
lignées tumorales de poumon où elle est associée à la migration et à l’invasion cellulaire, 




ce modèle, l’expression de Cdk5 est modulée par le facteur de transcription hASH1 (Achaete-
Scute Homologue-1) (Demelash et al., 2012).  
3.3.6 Dans le cancer du sein : 
L’expression de Cdk5 et son activité se sont également avérées être augmentées dans les 
cellules issues de cancer du sein. Cette surexpression est associée aux tumeurs dont le 
pronostic est mauvais, notamment celles négatives pour les récepteurs aux œstrogènes (ER-), 
et les tumeurs malignes de grade III (Liang et al., 2013). D’un point de vue moléculaire, 
Liang et al. expliquent que Cdk5 agit en aval de la signalisation TGF-β via la phosphorylation 
de la protéine FAK (Focal Adhésion Kinase), qui augmente l’adhésion cellulaire et la mobilité 
(Liang et al., 2013). De plus, l’activation de FAK stimule les transitions épithélio-
mésenchymateuses qui entrainent la formation de métastases (Larue and Bellacosa, 2005). 
Enfin, une récente étude protéomique a identifié deux protéines formant un complexe in vivo 
avec Cdk5 : KIA A0528 et FIB qui sont fortement exprimées dans les lignées de sein et dont 
l’inhibition réduit la prolifération cellulaire, mais le rôle de ces protéines n’est pas encore bien 
caractérisé (Xu et al., 2014).  
En conclusion, les facteurs par lesquels les cellules cancéreuses surexpriment Cdk5 restent 
pour le moment mal connus mais un certain nombre d’études mettent en évidence 
l’importance de la régulation de la kinase dans les cellules non neuronales, et l’impact de sa 
surexpression dans les processus prolifératifs et migratoires. L’implication de Cdk5 dans le 
cycle cellulaire et la réparation de l’ADN est un paramètre nouveau qu’il faut également 
mieux comprendre pour identifier de nouvelles cibles thérapeutiques dans un contexte Cdk5 
surexprimé. 
3.4 Le développement d’inhibiteurs de Cdks : 
Les kinases jouent un rôle fondamental dans de nombreux processus cellulaires, notamment 
dans la prolifération, la progression dans le cycle cellulaire, la différentiation ou encore 
l’apoptose, une dérégulation de leur activité peut donc entrainer des modifications majeures 
de ces processus, c’est notamment le cas pour les kinases dépendantes des cyclines qui sont 
primordiales pour la survie des cellules cancéreuses et impliquées dans l’oncogénèse. De plus, 
la phosphorylation de certaines protéines cibles des Cdks (telles que pRb, p21, Akt, p27, 
EGFR, ERK) est associée au pronostic des cancers.  
La plupart des Cdks ont été impliquées dans le développement tumoral, : Cdk1 s’avère être 
être un marqueur de diagnostic pour les cancers du sein et de l’œsophage, Cdk2 a été associée 
au pronostic des cancers du sein, de l’ovaire et de la bouche, Cdk4 est impliquée dans le 
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cancer de l’ovaire, de la prostate, de l’endomètre et de la bouche, l’expression de Cdk6 est 
altérée dans le cancer de la bouche et certains polymorphismes du gène CDK7 ont été 
associés au cancer du sein (revue dans (Cicenas and Valius, 2011)). Ces fréquentes 
dérégulations des Cdks au cours de la progression tumorale peuvent être la conséquence de 
diverses altérations génétiques, telles que la mutation ou le silencing des inhibiteurs 
cellulaires des Cdks (les protéines INK et les kinases CIP/KIP), ou la mutation de la protéine 
du rétinoblastome Rb qui augmente l’activité kinase des Cdks.  
Le développement d’inhibiteurs de Cdks semble par conséquent être une possible voie de 
traitement. En effet, l’inhibition des Cdks est antiproliférative (bloquant les cellules en G1 ou 
G2/M), et elle induit l’apoptose (Knockaert et al., 2002). Après 20 ans de recherche, il existe 
de nombreuses molécules disponibles mais pour le moment aucune n’est sur le marché dans le 
cadre de la thérapie anti-cancéreuse. Ces inhibiteurs ne sont pas spécifiques d’une Cdk 
particulière. Cela peut présenter un avantage dans la mesure où la progression tumorale 
s’accompagnant souvent de plusieurs dérèglements, cibler plusieurs Cdks en même temps 
peut permettre de bloquer le processus de progression cellulaire à des doses 
pharmacologiques plus faibles afin de réduire l’effet cytotoxique du médicament. 
Plusieurs groupes d’inhibiteurs existent, ils peuvent être regroupés en fonction de leurs 
cibles : les inhibiteurs ciblant toutes les Cdks (flavopiridoles, oxindole16…), les inhibiteurs 
ciblant préférentiellement Cdk1, Cdk2, Cdk5 (roscovitine, purvalanol, SU 9516…) et les 
inhibiteurs ciblant Cdk4 et Cdk6 (fascaplysin, PD0183812, CINK4…) (Knockaert et al., 
2002). On peut également les regrouper en fonction de leur mode d’action : ATP compétitifs 
c’est à dire qui s’intègrent au niveau de la poche d’ATP, et ATP non compétitifs qui, se fixent 
sur une autre région de la kinase. Certaines molécules de cette deuxième catégorie ont été 
mises au point à partir des inhibiteurs de kinases p21 et p27 (Mariaule and Belmont, 2014), ils 
constituent pour le moment très peu de molécules et ne sont pas encore au stade des essais 
cliniques. 
3.4.1 Les inhibiteurs en essais cliniques : 
Les inhibiteurs actuellement en phase d’essai clinique sont des inhibiteurs ATP compétitifs 
ciblant plusieurs Cdks. Ceux ayant été décrits comme visant Cdk5 sont détaillés ci-dessous.  
3.4.1.1 La roscovitine: 
Cet inhibiteur également appelé Seliciclib ou CYC202, a été découvert à Roscoff (France) par 
Laurent Meijer et est rentré en essai clinique en 2001, il et actuellement développé par 




médiane qui correspond à la quantité d’inhibiteur nécessaire pour la réduction de l’activité 
kinase de 50%) différentes : Cdk1 (IC50= 0.65µM), Cdk2 (IC50= 0.7µM), Cdk5 (IC50= 
0.16µM), Cdk7 (IC50= 0.5µM) et Cdk9 (IC50=0.6µM), ces valeurs étant variables d’une étude 
à l’autre (Ribas et al., 2006). Cet inhibiteur est largement utilisé en recherche et souvent décrit 
comme inhibant Cdk5. Au niveau cellulaire, la roscovitine entraine des dérèglements du cycle 
cellulaire et une réduction de la prolifération cellulaire, une inhibition de la synthèse d’ARN 
Cdk7 et 9 dépendante et une accumulation des protéines pro-apoptotiques p53 et Bcl-x et de 
l’apoptose (Ljungman and Paulsen, 2001; Mihara et al., 2002; Ribas et al., 2006). La 
roscovitine est actuellement en phase II d’essais cliniques, elle est testée dans le traitement du 
cancer du poumon (NCLS). Elle a également été administrée en association avec la 
gemcitabine/cisplatine ou avec le docetaxel, elle présente une bonne biodisponibilité. Chez 52 
patients atteints de NSCLC, 9 traités avec roscovitine et gemcitabine/cisplatine présentent une 
réponse partielle, et 21 une stabilisation de leur état ; parmi ceux traités avec roscovitine et 
docetaxel, 2 ont partiellement répondu et un patient a été stabilisé (Mariaule and Belmont, 
2014), plusieurs effets secondaires ont toutefois été rapportés, notamment des nausées, 
anorexies, vomissements, anomalies du foie (Cicenas and Valius, 2011; Le Tourneau et al., 
2010). 
3.4.1.2 Le Dinaciclib (SCH727665)  
En essais cliniques chez Merck, cet inhibiteur cible Cdk1, Cdk2, Cdk5 et Cdk9. Douze et 14 
fois plus spécifique pour Cdk2 et Cdk5 respectivement que pour Cdk1 avec une IC50 de 
l’ordre de 1 nM, cette molécule inhibe la synthèse d’ADN, réduit la phosphorylation de la 
protéine Rb et stimule l’apoptose. Les essais sur xénogreffes de souris montrent un effet 
antiproliferatif (Parry et al., 2010). Cet inhibiteur est en essai clinique de phase III chez des 
patients atteints de leucémies, il serait moins toxique que d’autres inhibiteurs sur le marché du 
fait de sa spécificité pour les kinases de type Cdks (Mariaule and Belmont, 2014). 
3.4.1.3 AT7519:  
Cet inhibiteur est en essais cliniques chez Astex Pharmaceutical, il agit sur plusieurs Cdks, 
induisant des dérégulations du cycle cellulaire et une inhibition de l’ARN polymérase II. Les 
valeurs des IC50 sont de l’ordre de 190 nM pour Cdk1, 44 nM pour Cdk2, 67 nM pour Cdk4, 
18 nM pour Cdk5 et < 10 nM pour Cdk9. Au cours de la phase I d’essais cliniques, 28 
patients ont été traités, un est décédé et un a développé de l’hypotension artérielle. La phase II 
est en cours pour le traitement des lymphomes du manteau et des leucémies lymphoïdes 
chroniques (Mariaule and Belmont, 2014).  
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3.4.1.4 PHA-848125:  
Egalement appelé milciclib, il cible Cdk1 (IC50: 2 nM), Cdk2 (IC50: 3 nM), Cdk4 (IC50: 5 nM) 
et Cdk5 (IC50: 4 nM). Deux études sont actuellement en essais cliniques de phase II et les 
premiers résultats présentés au rapport annuel de l’ASCO 2014 montrent que sur 30 patients 
atteints d’un carcinome thymique traités au milciclib étudiés, 14 sont en rémission (survie 
moyenne sans récidive de 3 mois) et la toxicité semble modérée (Mariaule and Belmont, 
2014).  
L’identification d’un inhibiteur spécifique de Cdk5 est d’autant plus prometteuse que l’hyper-
activation de cette Cdk est impliquée dans plusieurs pathologies neurodégénératives telles que 
la maladie d’Alzheimer et de Parkinson. L’élaboration d’inhibiteurs spécifiques se heurte 
toutefois à une difficulté majeure : la grande homologie de structure entre les différentes 
Cdks. Cdk2 et Cdk5, par exemple, présentent 60% d’homologie avec une séquence similaire à 
93% (27/29 résidus) au niveau de la poche d’interaction avec l’ATP. Pour le moment un seul 
inhibiteur spécifique de Cdk5 est en cours de développement, il fait partie de la classe des 4-
Aminoimidazol.  
3.4.1.5 Les 4-Aminoimidazol : vers un inhibiteur spécifique de Cdk5 ? 
Récemment un inhibiteur 30 fois plus sélectif pour le complexe Cdk5/p25 que pour 
Cdk2/CyclinA ou E a été proposé. Afin d’aboutir à cette spécificité pour Cdk5, les chercheurs 
ont modélisé cette molécule de sorte que l’interaction se situe principalement au niveau des 
deux résidus présentant des différences au niveau de la poche d’ATP, à savoir Cys83 et 
Asp84 pour Cdk5 et Leu83 et His84 pour Cdk2, c’est ainsi que le groupe des 4-
Aminoimidazol a été synthétisé (Helal et al., 2009). Ils interagissent spécifiquement avec la 
Cys83 de Cdk5 et les analyses structurelles de Rath et al. montrent que l’aminoimidazol N-(1-
[cis-3-(acetylamino)cyclobutyl]-1H-imidazol-4-yl)-2-(4-methoxyphenyl)acetamide s’intègre 
plus profondémment dans la poche du substrat de Cdk5 en comparaison avec Cdk2. Les 
interactions électrostatiques sont également plus fortes et la sélectivité due aux variants Cys84 
et Asp84 mais aussi à la présence d’un autre variant, Asn144, permettent une conformation 
allostérique plus favorable à l’interaction avec d’autres résidus et des distances 
(inhibiteur/kinase) réduites, conférant une énergie plus forte au complexe Cdk5-inhibiteur 
(Rath and Senapati, 2013). Ce groupe d’inhibiteur serait d’autant plus intéressant qu’une 
double inhibition potentielle, ciblant aussi la protéine GSK3-β, une autre kinase impliquée 
dans des dérégulations neuronales, a été décrite (Helal et al., 2009). Pour le moment aucune 




encore été commercialisé mais les valeurs des IC50, qui sont de 9nM et 63nM pour Cdk5 et 
Cdk2 respectivement in vitro sont très prometteuses (Helal et al., 2009; Rath and Senapati, 
2013).  
3.5 La thérapie ciblée : une autre manière d’aborder le traitement  
 
Les travaux de Turner et al. (Turner et al., 2008) ont démontré que l’inhibition de Cdk5 par 
l’utilisation de siARN sensibilise les cellules humaines CAL51 et HeLa aux inhibiteurs de 
PARP, cette observation a été confirmée par Bolin et al. (Bolin et al., 2012). Ce type 
d’analyses génétiques basées sur la sensibilisation des cellules par l’inhibition de deux gènes 
simultanément est appelé « létalité synthétique ». La létalité synthétique est définie comme 
une interaction génétique dans laquelle l’inhibition d’un des deux gènes est viable, mais où 
l’inhibition simultanée des deux gènes est létale (Ashworth et al., 2011)(Figure 23). Ce 
principe a permis l’identification par des cribles à large échelle d’un certain nombre de ces 
interactions dites létales qui peuvent ensuite être étudiées dans plusieurs modèles cellulaires 
afin de déterminer si elles présentent un intérêt pour les traitements anticancéreux.  
En 2005, les groupes de Ashworth et Helleday (Bryant et al., 2005; Farmer et al., 2005) ont 
montré dans des études in vitro que les cellules mutées pour BRCA1 ou BRCA2, dans 
lesquelles la réparation des cassures double brin par RH était compromise, étaient 
hypersensibles à l’inhibition de l’activité PARP. 
Le mécanisme ayant été proposé à la base de cette toxicité repose sur le blocage de la voie de 
réparation des CSB dû à l’inhibition de PARP, qui conduit à la formation de CDBs lors de la 
progression des fourches de réplication. Dans des cellules normales ou hétérozygotes pour 
BRCA1 ou BRCA2, ces lésions létales peuvent être réparées par HR mais dans les cellules 
tumorales qui sont mutées pour les deux allèles de BRCA1 ou BRCA2, ce système étant 
inopérant, l’inhibition de PARP conduit à la mort cellulaire. Ils ont ainsi démontré pour la 
première fois l’efficacité de l’utilisation potentielle des inhibiteurs de PARP comme agents 
thérapeutiques en monothérapie. Ce traitement est prometteur puisque d’autres mutations des 
voies de la recombinaison homologue souvent retrouvées dans les tumeurs peuvent être mises 
à profit, par exemple la perte de la protéine Rad51, la méthylation du promoteur de BRCA1, 
la mutation d’ATM et ATR sont des profils retrouvés dans 50% des cas de cancers 
épithéliaux de l’ovaire.  
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Figure 23: Principe génétique de la létalité synthétique 
La létalité synthétique a lieu lorsque l’inhibition simultanée de deux gènes est létale alors que 
l’inhibition d’un des deux gènes seulement est viable (d’après (Lord et al., 2014)).   
 
La compréhension des mécanismes moléculaires sous-jacents à la létalité synthétique 
observée dans le cadre de l’association d’inhibiteurs de PARP à une mutation BRCA1 ou 
BRCA2 a fait l’objet de débats en 2011. Helleday (Helleday, 2011) propose que la 
cytotoxicité des inhibiteurs de PARP ne serait pas due au rôle de PARP-1 dans la réparation 
des cassures simple brin par le BER mais serait plutôt associée à son implication au niveau de 
la fourche de réplication (Figure 24). En effet les inhibiteurs de PARP bloquent la PARP-1 au 
niveau du site de la lésion simple brin, générant un obstacle à la fourche de réplication. Dans 
le cas où la fourche est instable ou que les mécanismes de redémarrage HR dépendants sont 
déficients, l’inhibiteur de PARP est cytotoxique. L’observation d’une sensibilité augmentée 
dans le cas d’une inhibition chimique de PARP en comparaison avec une déplétion de la 
PARP dans les cellules est cohérent avec cette observation (Bryant et al., 2005; Farmer et al., 
2005). Le groupe de Kaufmann (Patel et al., 2011), lui, propose une invalidité du modèle basé 
sur l’inhibition du BER en démontrant que l’inhibition de XRCC1, qui est recruté par la 
PARP-1, ne suffit pas à sensibiliser les cellules BRCA1 ou BRCA2 mutées aux inhibiteurs de 
PARP (Patel et al., 2011). L’explication proposée est que cette sensibilité serait plutôt liée à 
une hyperactivation du NHEJ, régulé par PARP-1, qui entraine des instabilités génomiques 
létales. Cette étude montre que l’utilisation d’inhibiteurs de NHEJ réduit cette cytotoxicité 
PARP dépendante. En conclusion il serait possible d’envisager exploiter ce modèle de létalité 
synthétique dans le cas des tumeurs ayant une faible expression de Cdk5, en émettant 
l’hypothèse que ces tumeurs répondraient de manière plus efficace à un traitement aux 
inhibiteurs de PARP, mais auparavant les mécanismes précis dans lesquels Cdk5 intervient 








Figure 24: Différents modèles expliquant la létalité synthétique BRCA1/PARP1 
(A) Accumulation de cassures simple brins à la fourche de réplication : l’inhibition de 
PARP1 génère une accumulation de lésions simple brin, ces dommages persistent et génèrent 
des CDB qui sont toxiques en absence de BRCA1. (B) Blocage de la PARP sur la lésion : 
dans ce modèle il est suggéré que les inhibiteurs de PARPs agissent en bloquant la PARP-1 
sur la lésion simple brin formée, formant un obstacle à la fourche de réplication en phase S, 
qui requière Le HR pour réparer ce type de lésion, le HR est déficient en absence de BRCA1 
est déficient. (C) PARP-1 est requise pour le redémarrage de la fourche de réplication : 
lorsqu’une fourche de réplication est bloquée, PARP-1 est requise pour le redémarrage de la 
fourche par un mécanisme indépendant de BRCA1, de ce fait l’inhibition de PARP1 et 
BRCA1 à la fourche est létal (d’après (Helleday, 2011)). 
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J’ai réalisé ma thèse au sein de l’U612 dirigée par le Dr Janet Hall, la thématique 
majeure de l’équipe porte sur la compréhension du rôle des poly(ADP-ribose) polymérases 
(PARPs) PARP-1 et PARP-2 dans la réponse et la réparation des dommages de l’ADN. 
A mon arrivée au laboratoire, le travail de Céleste Bolin (Bolin et al., 2012) venait de 
mettre en évidence une implication de la kinase Cdk5 dans la survie aux RI, et son 
importance dans le recrutement des protéines de réparation PARP-1 et XRCC1 aux foyers de 
dommages induit par une micro-irradiation laser. L’objectif était alors de comprendre les 
mécanismes moléculaires sous-jacents à la létalité synthétique entre la déplétion de Cdk5 et 
les inhibiteurs de PARP observée par Turner en 2008 (Turner et al., 2008), et confirmée par 
notre équipe (Bolin et al., 2012), ainsi qu’à la radiosensibilité.  
Les résultats de Bolin et al. (Bolin et al., 2012) ont montré que la religation des 
lésions simple brin est identique dans les lignées Contrôles et les lignées déplétée de façon 
stable pourCdk5 (Cdk5 KD). Bien que dans les lignées déplétées pour Cdk5, le recrutement 
des protéines XRCC1 et PARP-1 aux sites de dommages induit par une micro-irradiation 
laser (405 nM) était réduit en comparaison avec les lignées Contrôles, le recrutement de 
PCNA était, lui, augmenté dans les lignées Cdk5 KD. Ces données suggèrent que le défaut 
de réparation des lésions par la voie du « Short Patch » du BER (PARP-1 et XRCC1 
dépendante) dans la lignée Cdk5 KD favoriserait la voie du « Long Patch » (PCNA 
dépendant) (Figure 25).  
Dans ces travaux, Bolin et al. montrent également que le recrutement de la PARP-1 nécessite 
une régulation post traductionnelle Cdk5 dépendante. En effet Cdk5 phosphoryle PARP-1 
sur trois serines (S782, S785, S786) in vitro, et la surexpression d’un plasmide PARP-1 muté 
pour ces trois sérines (de ce fait ne pouvant pas être phosphorylé dans les lignées HeLa) 
entraine une réduction du recrutement et de la persistance de la PARP-1 aux sites de 
dommages, phénotype similaire à celui observée dans les lignées Cdk5 KD (Bolin et al., 
2012). Ce résultat est en accord avec ceux de Gagné et al. qui ont montré que la kinase Cdk5 
pouvait phosphoryler PARP-1 in vitro (Gagne et al., 2009). 
Basé sur l’observation qu’en l’absence de Cdk5 le niveau de polymères est augmenté, 
l’hypothèse émise par Bolin et al. est que cette augmentation de PAR génère une 
accumulation de charges négatives autours de PARP-1 et par conséquent réduit son 
recrutement et sa persistance au site de la lésion. 
 
 




Figure 25: Les effets de la déplétion de Cdk5 sur l’activité de PARP-1 et le recrutement 
de PARP-1, XRCC1 et PCNA, conséquences sur le SSBR.  
(Modèle proposé par (BOUDRA, 2012), modifiée de(Hoeijmakers, 2001)). 
Nous avions également envisagé la possibilité d’un rôle de la kinase Cdk5 dans la 
réparation des cassures double brin. Ce rôle pouvait expliquer l’effet sensibilisateur des 
inhibiteurs de PARP en absence de Cdk5 ainsi que la radiosensibilité. Nos premiers résultats 
ont montré que l’absence de Cdk5 ne sensibilise pas les cellules à la néocarcinostatine (NCS), 
un agent radiomimétique inducteur de cassures double brin. Comme attendu, la lignée HeLa 
déplétée en DNA-PKcs (DNA-PK KD) s’est révélée extrêmement sensible à la NCS du fait 
du rôle de cette protéine dans la réparation des cassures double brin par suture non 
homologue. Cette observation écarte ainsi la possibilité que Cdk5 joue un rôle direct dans la 
réparation des cassures double brin générées d’emblée dans l’ADN par les RI. Turner et al. 
ont montré qu’une lignée CAL51 déplétée en Cdk5 présente une déficience des points de 
contrôle intra-S et G2/M en réponse aux RI. Ces expériences, effectuées par la mesure de la 
synthèse d’ADN (Radiation Resistant DNA Synthesis) et du ratio mitotique post-irradiation 
(Turner et al., 2008) suggèrent que ces défauts pourraient expliquer la sensibilité de ces 
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cellules au Cisplatine et à la CPT. Le traitement à la CPT occasionne des dommages 
spécifiques de la fourche de réplication qui requièrent l’activation du point de contrôle intra-
S et l’initiation des mécanismes de réparation et de redémarrage en phase S (Pommier et al., 
2003). Leur accumulation est létale pour la cellule. Les précédentes observations, associées 
au fait que l’inhibition de Cdk5 sensibilise également aux inhibiteurs de PARP dont la 
létalité a également aussi été associée avec une collision entre lésions nécessitant la PARP-1 
pour leur réparation et la fourche de réplication (Helleday, 2011), suggèrent que la protéine 
Cdk5 pourrait contribuer à la prise en charge de ce type de lésion à la fourche de réplication. 
 Ma thèse avait comme objectif de comprendre les mécanismes moléculaires sous-
jacents à la radiosensibilité des lignées Cdk5 KD et à leur sensibilité aux inhibiteurs de 
PARP. 
Pour cela, je me suis focalisée sur la compréhension du rôle de la protéine Cdk5 dans 
le contrôle du cycle cellulaire en absence de dommages et après irradiation ou traitement au 
HU ainsi qu’aux autres aspects de la réponse aux dommages de l’ADN que sont la 
signalisation et la réparation après exposition aux RI et stress réplicatif. 
L’objectif était de répondre à deux questions principales : 
- Par quels mécanismes Cdk5 est-elle impliquée dans le contrôle du cycle et dans 
quelle mesure cela influe sur la survie cellulaire ? 
- Cdk5 est-elle requise spécifiquement pour la signalisation et/ou la réparation des 
lésions de l’ADN induites à la fourche de réplication et quelles sont ses cibles dans ce 
contexte ?  
 
Ces travaux ont été réalisés avec un modèle de lignées HeLa déplétées de manière stable 
pour Cdk5. Deux clones ciblant des parties différentes du gène ont été étudiés et comparés à 
deux clones Contrôles, exprimant normalement la protéine Cdk5 (l’établissement des deux 
clones est détaillé dans la partie Matériel et Méthodes). 
A la fin de ma thèse, nous avons également étudié les conséquences d’une inhibition de Cdk5 
sur la survie aux RI en absence et en présence d’un inhibiteur de PARP dans un autre modèle 
cellulaire : des lignées de cancer du sein. Ce travail a fait suite à l’analyse de l’expression de 
Cdk5 dans une cohorte de patientes de l’Institut Curie qui a montré une corrélation entre une 
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Cdk5 promotes DNA replication stress checkpoint 
activation through RPA32 phosphorylation, and 
impacts on metastasis free survival in breast cancer 
patients 
Dans cette partie, je résume les résultats majeurs obtenus au cours de ma thèse sur le rôle de 
la protéine Cdk5 dans la réponse à un stress réplicatif, qui ont montré notamment que Cdk5 
phosphoryle la protéine RPA32, ainsi que l’impact d’une faible expression de Cdk5 sur la 
survie de lignées de cancer du sein et la correlation entrel’expression de Cdk5 et le pronostic 
patientes. Les résultats sont résumés ci-dessous, puis présentés en anglais sous la forme d’un 
article actuellement en révision pour publication dans le journal Cell Cycle. 
En absence de stress, la première observation que j’ai pu faire était une prolifération ralentie 
dans les lignées HeLa déplétés pour Cdk5 (Cdk5 KD), des analyses par cytométrie en flux 
(FACS) ont pu confirmer la progression ralentie de ces lignées et des expériences de peignage 
moléculaire montrent que les lignées Cdk5 KD ont une vitesse de réplication réduite et une 
densité de fourches réduite en absence de dommages par rapport aux lignées Contrôles, 
suggérant un rôle de Cdk5 dans la progression normale en phase S.  
Nous nous sommes ensuite intéressés à l’implication de la protéine Cdk5 dans la réponse aux 
dommages induits au cours de la phase S. Nous avons observé une sensibilité des lignées 
Cdk5 KD à plusieurs agents induisant des stress réplicatif : l’hydroxyurée, le 5-fluorouracil et 
la 6-thioguanine. De plus, le traitement de ces lignées, synchronisées en phase S, avec des 
rayons gamma montre une radiosensibilité exacerbée, en comparaison avec des populations 
asynchrones, confortant notre l’hypothèse de travail selon laquelle Cdk5 serait essentielle 
pour la réparation des lésions s’accumulant à la fourche de réplication. Afin de mieux 
caractériser le rôle de la protéine Cdk5 au cours de la phase S, nous nous sommes focalisés 
sur la réponse cellulaire au stress induit par des traitements au HU, dont le mode d’action est 
bien décrit dans la littérature (Carr and Lambert, 2013; Lambert and Carr, 2013a; Magdalou et 
al., 2014). 
L’utilisation de la technique de peignage moléculaire m’a permis d’analyser le comportement 




La mesure de la vitesse de réplication et d’intensité des fourches dans les lignées HeLa Cdk5 
KD vs HeLa Contrôles montre qu’en absence de Cdk5 les cellules ne ralentissent pas leur 
vitesse de réplication, et présentent un nombre d’évènements réplicatifs augmenté (mesurés 
par la densité des fourches) post traitement HU en comparaison avec les lignées Contrôles. 
Ces résultats suggèrent qu’en présence de dommages induits par un stress réplicatif, l’absence 
de Cdk5 ne permet pas aux cellules d'effectuer un arrêt en phase S. Afin de caractériser les 
raisons de cette déficience d’un point de vue moléculaire, j’ai analysé la cascade de 
signalisation ATR dépendante aux temps précoces de traitements HU (1h, 6h et 12h de 
traitement), par le suivi de la phosphorylation des protéines clés des cascades de signalisation 
activées en réponse au stress réplicatif. Alors que les lignées HeLa Contrôles activent leur 
point de contrôle intra-S as determined by the (analyses westerns blots), le profile de 
phosphorylation des protéines RPA, Chk1 et Smc1 dans les lignées Cdk5 KD est réduit six 
heures post traitements au HU, expliquant la déficience de l’activation du point de contrôle 
après un traitement transitoire à l’hydroxyurée. Lorsque le traitement au HU est induit en 
continu sur une période de plus de 12h, les fourches s’effondrent, cet effondrement est 
souvent associé à une accumulation de CDBs (Petermann et al., 2010). Dans ce contexte, nous 
avons analysé l’activation des points de contrôle intra-S et G2/M après 24 heures de 
traitement au HU (2mM) et montré leur altération en absence de Cdk5. L’exposition de nos 
deux lignées Contrôles et Cdk5 KD à une autre drogue induisant des effondrements de 
fourches, l’Aphidicoline, pendant 24 heures a également généré un défaut de l’activation des 
points de contrôle intra-S et G2/M dans les HeLa Cdk5 KD. 
Nous avons voulu savoir si la kinase Cdk5 était directement responsable de la 
phosphorylation de la protéine RPA qui est nécessaire à l’activation d’ATR à la fourche de 
réplication suite à un traitement au HU. Par des tests in-vitro d’activité kinase et des analyses 
par spectrométrie de masse, j’ai pu montrer que  Cdk5 phosphorylait RPA sur ses serines 23, 
29 et 33. Ces résultats ont été confirmé in vivo par des analyses de western blots qui montrent 
une forte réduction de la phosphorylation des serines 29, 33 et S4S8 en réponse au HU et à 
l’Aphidicoline. 
 Ces phosphorylations de la protéine RPA étant essentielles pour l’induction de la réparation 
en phase S par RH, nous avons ensuite étudié la cinétique de phosphorylation de H2AX ainsi 
que la cinétique de formation des foyers RPA, RPA S4S8 et Rad51. Une diminution de ces 
marqueurs d’initiation de la réparation a été observée dans les lignées Cdk5 KD. J’ai 
également montré qu’après un traitement au HU, l’augmentation de la fréquence des échanges 
entre chromatides sœurs est moins importante en absence de Cdk5. Ces résultats appuient les 
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précédents et indiquent une forte réduction de la fréquence de la RH dans les lignées 
déficientes pour Cdk5. 
Enfin, en collaboration avec le Dr Ivan Bieche (Institut Curie, Hôpital Saint Cloud), nous 
avons pu montrer qu’une faible expression de Cdk5 (par ARNm) dans les tumeurs était 
associée à un meilleur pronostic en termes de survie sans métastases pour des patientes 
atteintes d’un cancer du sein. Nous avons également étudié les conséquences d’une inhibition 
de Cdk5 par transfection d’un siRNA dirigé contre Cdk5 sur la réponse aux RI de deux 
lignées de cancer du sein (HCC1954 et BT549). Dans ces modèles, nous avons observé une 
sensibilisation accrue aux inhibiteurs de PARP en absence de traitement ainsi qu’une 
radiosensibilité augmentée, suggérant que la protéine Cdk5 pourrait être un bon marqueur de 
pronostic pour la réponse au traitement. 
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Abstract   
Cyclin dependent kinase 5 (Cdk5) is a determinant of sensitivity to PARP inhibitors and 
ionizing radiation (IR) and is required for the intra-S DNA damage checkpoint. It is not 
however directly implicated in strand break repair suggesting a role in the earlier steps of 
checkpoint activation. We report here that Cdk5-depleted (Cdk5-KD) HeLa cells show higher 
sensitivity to IR when irradiated in S-phase, and to chronic hydroxyurea (HU) exposure, 5-
fluorouracil and 6-thioguanine. Cdk5-KD cells show altered basal S-phase dynamics caused 
by a slower replication velocity and fewer active origins per megabase of DNA, however they 
show a faster recovery from an HU block. This was accompanied by impaired RPA-32 
priming serine 29 and serine 33 phosphorylations and SMC1-Serine 966 phosphorylation as 
well as lower levels of DNA damage assessed by the alkaline Comet assay, gamma-H2AX 
signal intensity, RPA and Rad51 foci and RPA-32 serine 4 and serine 8 phosphorylation and 
levels of sister chromatid exchanges. In vitro kinase assays coupled with mass spectrometry 
showed that Cdk5 can phosphorylate RPA-32 on serines 23, 29, and 33. In addition lower 
Cdk5 levels were associated with longer metastasis free survival in breast cancer patients and 
lower cell survival in Cdk5 depleted breast tumor cells after treatment with IR and a PARP 
inhibitor. Taken together, these results show that Cdk5 is necessary for basal replication and 
replication stress checkpoint activation and opens up interesting clinical opportunities to 
enhance tumor cell killing in certain populations of breast cancer patients through agents that 
generate replication stress.  
 



















Cyclin dependent kinase 5 (Cdk5), a proline directed serine/threonine kinase, modulates many 
different physiological process including migration (Xie et al., 2006), survival and synaptic 
functions (Contreras-Vallejos et al., 2012) in neurons. A link between Cdk5, DNA repair and 
cell cycle regulation has also been shown with Cdk5 phosphorylating Ape1 (Huang et al., 
2010a), ATM and STAT3 (Hsu et al., 2013; Huang et al., 2010b; Tian et al., 2009). In non-
neuronal cells the absence of Cdk5 was associated with a sensitization to campthotecin, 
cisplatin, poly(ADP) ribose polymerase (PARP) inhibitors (Bolin et al., 2012; Turner et al., 
2008) and ionizing irradiation (IR) (Bolin et al., 2012) but not to methyl methane sulphonate 
or neocarzinostatin (Bolin et al., 2012). Thus although a high level of Cdk5 expression has 
been associated with tumor progression and metastasis (Eggers et al., 2011; Liang et al., 2013; 
Liu et al., 2011; Strock et al., 2006), the sensitivity of Cdk5 depleted cells would suggest that 
the low Cdk5 levels found in some tumors could be exploited for therapeutic benefit. 
Previous studies from Turner et al. showed that Cdk5 is required for an efficient intra-S 
checkpoint in response to DNA damage (Turner et al., 2008). Cdk5 is however not directly 
required for either DNA double strand break (DSB) (Turner et al., 2008) or single strand 
break (SSB) repair (Bolin et al., 2012) suggesting that Cdk5 is necessary for an earlier step in 
the replicative stress response. One of the key steps is the priming phosphorylation of 
replicating protein A (RPA) subunit RPA32 on serines 23 (S23), 29 (S29) and 33 (S33) by 
cyclin-Cdk complexes and ATR followed by the hyper-phosphorylation on serines 4 (S4) and 
8 (S8) that is mostly dependent on DNA-PK (Anantha et al., 2007). This sequential 
modification of RPA32 is necessary for checkpoint activation and DNA repair. Indeed the 
reduced hyper-phosphorylation at RPA-S4S8 has a direct consequence on Rad52 and Rad51 
loading and recombination repair after replicative stress (Shi et al., 2010; Sleeth et al., 2007; 
Wu et al., 2005).  
In the present study we sought to determine the impact of the absence of Cdk5 on cell 
survival, and cell cycle dynamics under basal growth conditions and in response to replicative 
stress. In addition we have assessed Cdk5 levels in breast tumors in relation to metastasis free 
survival (MFS) and using an in vitro approach, examined the impact of Cdk5 depletion on cell 
survival in two breast tumor models after treatment with IR and a PARP inhibitor.  
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The depletion of Cdk5 expression results in lower cell survival and altered S-phase dynamics 
The S-phase radioresistance, evaluated by the ratio of the surviving fraction after exposure to 
2 Gy (SF2) for unsynchronised cells vs synchronized cells, was significantly lower in HeLa 
cells in which Cdk5 was stably depleted (Cdk5-KD) compared to Control cells (Bolin et al., 
2012) (ratio 1.5 ± 0.16 for Control cells vs 1.06 ± 0.20 for Cdk5-KD cells, P=0.004) (Figure 
1A and E). The Cdk5-KD cells also showed an increased sensitivity to chronic hydroxyurea 
(HU) exposure, 5-fluorouracil (5-FU) and 6 thioguanine (6-TG) (Figure 1B-D), all agents that 
disrupt replication. In addition the depletion of Cdk5 was associated with a slower basal rate 
of cell proliferation (Figure S1A) and S-phase progression (Figure S1B). The underlying 
cause was a significantly slower replication velocity compared to Control cells (median 
velocity 1.06 ± 0.03 Kb/min for Control and 0.87 ± 0.02 Kb/min for Cdk5-KD cells) as 
assessed by DNA combing (Figure 2A) and fewer active origins per megabase of DNA 
(Figure 2B). These data show that Cdk5 plays an active role in the regulation of replication 
dynamics under basal growth conditions. 
 
Cdk5 is necessary for full activation of checkpoint signaling 
In order to investigate Cdk5’s role in the activation of the intra-S phase checkpoint we treated 
cells with HU that inhibits ribonucleotide reductase causing a rapid depletion of the dNTP 
pool resulting in a slowing of fork rate progression (Alvino et al., 2007) and the activation of 
ATR-dependent DNA replication checkpoints (Tourriere and Pasero, 2007). In contrast to 
basal growth conditions, after the induction of replicative stress Cdk5-KD cells show a faster 
recovery than Control cells (Figure 2C). The proportion of cells remaining in the S-phase 8 h 
after HU release was higher in Control compared to Cdk5-KD cells (P=0.016). This 
deficiency was also reflected in the statistically higher proportion of Cdk5-KD cells in G2/M 
(P=0.02) seen from 8 h to 16 h after HU release (Figure 2C) and a doubling of the number of 
mitotic cells (P=0.0015) (Figure 2D) 16 h after HU release compared to Control cells. The 
observation that a similar cell cycle profile was observed when cells were treated with 
aphidicolin, that disrupts replication by inhibiting DNA polymerases (Hustedt et al., 2013) 




cells are related to dNTP pool sizes. These results support a role for Cdk5 in the activation of 
the intra-S checkpoint as previously reported (Turner et al., 2008). 
Two parameters that ensure the activation of the intra-S checkpoint are the replication fork 
velocity and fork density which are essential to maintain replication fork stability and block 
the initiation of latent origins (Ge and Blow, 2010; Lambert and Carr, 2005; Maya-Mendoza 
et al., 2007). As reported (Alvino et al., 2007), HU treatment reduced the fork speed in 
Control cells (Figure 2A) from 1.06 kb/min in untreated cells to 0.80 kb/min after HU 
treatment and resulted in a decrease in fork density from 8.4 to 5.6 forks/Mb in HU treated 
Control cells (Figure 2B). HU treatment had a negligible effect on fork speed in Cdk5-KD 
cells with the velocities seen comparable to those in HU treated Control cells (from 0.87 
kb/min in untreated Cdk5-KD cells to 0.78 kb/min in HU treated Cdk5-KD cells). In contrast 
an increase in fork density after HU treatment in the absence of Cdk5, from 6.4 in untreated 
cells to 8.7 forks/Mb, was observed. These results suggest Cdk5 is required to inhibit the 
firing of late origins during replicative stress, providing an explanation as to why Cdk5-KD 
cells recover faster from a HU-block than Control cells. 
 
Impaired RPA32 phosphorylation in Cdk5-KD cells after replicative stress  
One of the first signals of replication stress is the accumulation of ssDNA at the replication 
fork that arises from the uncoupling of the replicative helicases and DNA polymerases 
(Magdalou et al., 2014; Paulsen and Cimprich, 2007). Once formed this ssDNA is coated by 
RPA and acts as a signaling platform for the recruitment of the ATR-ATRIP complex, the 
activation of ATR and the subsequent phosphorylation of down-stream effector proteins 
required for the activation of the DNA replication damage checkpoint (Branzei and Foiani, 
2009; Xu et al., 2008). In order to analyze the consequences of Cdk5 depletion on this 
cascade of ATR-dependent signaling events, we next assessed the early steps during and up to 
24 h after an HU block. Six h after the start of the block a clear reduction in the level of the 
phosphorylation of Chk1-S317 was seen in the Cdk5-KD cells providing an explanation for 
the higher fork density observed compared to the Control cells (Figure 3A) and by 24 h 
significantly lower maximum levels of SMC1-S966 and RPA32-S33 and S29 
phosphorylation were seen in the Cdk5-KD compared to the Control cells (Figure 3B). 
Reduced RPA32 S4, S8, SS33 and SMC1-S966 phosphorylation was also observed 24 h after 
aphidicolin (2.5µg/ml) treatment (Figure S2). However no clear differences in the 
dephosphorylation patterns of these proteins between the Controls and Cdk5-KD cells were 
noted after the block release.  
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The lower in vivo levels of RPA32 phosphorylation in Cdk5-KD cells led us to investigate 
whether Cdk5 could phosphorylate RPA32 on the same sites as reported for Cdk1 and Cdk2 
(Dutta and Stillman, 1992; Fang and Newport, 1993; Niu et al., 1997) and ATR (Olson et al., 
2006). Using in vitro kinase assays followed by mass spectrometry analysis we found that 
Cdk5 phosphorylated RPA32 (Figure 3C) on positions S23, S29 and S33 (Figure 3D, Figure 
S3). Under the same experimental conditions, active Cdk1 and Cdk2 also phosphorylate these 
3 positions but a significantly lower relative frequency of these events was detected (Figure 
S3D). These results suggest that Cdk5 carries out these three priming phosphorylations that 
normally requires the synergistic action of the cyclin-Cdks and PIKK (Anantha et al., 2007). 
 
Depletion of Cdk5 expression impacts on the later steps of the DNA damage response 
The altered RPA-32 phosphorylation profile in response to HU in the absence of Cdk5 led us 
to compare the global DNA damage in the two cell types using the alkaline comet assay 
(Azqueta and Collins, 2013). No significant difference in the level of IR induced DNA 
damage was noted and identical damage levels remained 1 h post-radiation (Figure 4A) 
suggesting that DNA strand break repair per se was not deficient in the Cdk5-KD cells. In 
contrast DNA damage levels after exposure to HU was significantly lower in Cdk5-KD 
compared to Control cells (Figure 4B). This lower level was confirmed using two additional 
endpoints. Firstly the gamma-H2AX signal intensity observed 24 h into the HU block and up 
to 12h after release was lower in Cdk5-KD compared to Control cells (P<0.001 - <0.05 
respectively) (Figure 4C). Secondly, a smaller percentage of Cdk5-KD cells contained RPA 
foci after HU treatment compared to Control cells (P=<0.0001) (Figure 4D). These data are 
consistent with a lower level of ssDNA and thus a failure to fully activate RPA dependent 
checkpoint signaling in the absence of Cdk5. 
Prolonged HU exposure leads to fork breakage and DSB formation. The resection of these 
DSBs can be assessed using as an endpoint the quantification of RPA32-S4S8 
phosphorylation and the subsequent accumulation of Rad51 foci formation after HU treatment 
(Illuzzi et al., 2014). RPA32-S4S8 phosphorylation as measured in protein extracts of cells 
treated with HU showed a slower induction and reached significantly lower levels (P= 
0.0019) in the Cdk5-KD compared to the Control cells (Figure 5A). A statistically lower 
number of RPA32-S4S8 foci was observed in S-phase Cdk5-KD compared to Controls cells 
after the HU block and also 8 h after release, the time point when DSB repair occurs 
(Petermann et al., 2010) (Figure 5B). In agreement with this lower number of RPA32-S4S8 




after release (P<0.0001) (Figure 5C), indicating a reduction in homologous recombination 
(HR) activity. The Cdk5-KD cells did however show a higher number of Rad51 foci 24 h 
after release compared to Control cells, indicating the persistence of some unrepaired residual 
breaks.  
In order to investigate the longer term effects of Cdk5 deficiency, we quantified the formation 
of sister chromatid exchanges (SCEs) which relies on a functional HR pathway in cells after 
HU treatment (Figure 6). HU treatment induces a 7-fold increase in SCE numbers in Control 
cells compared to untreated cells but only a 3-fold increase in Cdk5-KD cells. This lower HU-
induced HR is in agreement with the results from the other endpoints that demonstrate that 
Cdk5 is necessary for promoting the full and timely activation of the cascade of events 
initiated in response to replication stress.  
 
Lower Cdk5 expression is associated with higher MFS in breast cancer patients and 
increased in vitro sensitivity to cell killing by PARP inhibition and IR 
As many cytotoxic anti-cancer treatments target proliferating cells by interfering with DNA 
replication and Cdk5 appears essential for this response, we investigated whether its 
expression profile in a panel of 456 breast tumors was associated with clinical outcome in 
terms of MFS. Low Cdk5 mRNA levels (≤3.8 fold relative to that seen in normal tissues) was 
associated with longer MFS (P=0.0078; Figure 7A). In a sub-set (n=233) of tumors Cdk5 
protein expression was also evaluated using a RPPA approach and a similar association 
between lower Cdk5 expression and longer MFS observed (P=0.047; data not shown). No 
association between high Cdk5 expression (>3.8 fold) and age of onset or Scarff Bloom 
Richardson histological grade were found but high Cdk5 expression was more frequently seen 
in tumors in which ERBB2 was over-expressed, ERBB2 positive molecular subtypes and in 
highly proliferating tumors with high KI67 mRNA levels (Supplemental Table 1).  
In order to investigate whether radiation sensitivity in breast tumor cells could be influenced 
by the depletion of Cdk5 we transfected HCC1954 and BT549 breast tumor cells, chosen 
from a panel of over 30 breast cancer lines based on their relatively low Cdk5 mRNA levels 
(Bieche et al., unpublished data), with a Cdk5 targeting or control siRNA and assessed cell 
survival. Either Cdk5 depletion or PARP inhibition resulted in lower numbers of cell colonies 
compared to the transfection of the parental line with a control siRNA. However depletion of 
Cdk5 (Figure 7D) and inhibition of PARP activity together compared to either treatment 
individually significantly lowered survival only in BT549 cells (Figure 7B). In both models 
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the depletion of Cdk5 was associated with increased radiation sensitivity (Figure 7C) which 




Recent studies have demonstrated that Cdk5 is functionally important in different types of 
cells and in various physiological and pathophysiological contexts (Arif, 2012; Liebl et al., 
2011) and can impact on cell growth and migration (Liebl et al., 2010; Xu et al., 2014), 
apoptosis (Ajay et al., 2010; Upadhyay et al., 2008), tumour progression (Eggers et al., 2011; 
Liang et al., 2013; Liu et al., 2011; Strock et al., 2006), cell cycle regulation and DNA 
damage response (Bolin et al., 2012; Nagano et al., 2013; Turner et al., 2008). Our study has 
identified a novel role for Cdk5 in S-phase cell cycle progression under basal growth 
conditions in the absence of genotoxic stress. The observations that the proportion of cells 
with RPA foci was higher and more RPA32S4S8 foci/cell were seen in S-phase Cdk5-KD 
cells under basal growth conditions compared to Control cells is in agreement with the 
increased spontaneous replication stress in Cdk5-KD cells and the reduced S-phase kinetics 
observed under basal conditions. In addition we have shown that Cdk5 is necessary for full 
checkpoint activation in response to replication stress.  
There are a number of reports in the literature that support a role for Cdk5 in basal replication. 
Cdk5 was identified as a partner of the proliferating cell nuclear antigen, a key replication 
protein (Loor et al., 1997) and Xu et al. (Xu et al., 2014) recently reported impaired 
proliferation in Cdk5 depleted breast cancer cells. Nagano and colleagues showed a direct in 
vivo interaction of Cyclin I and Cdk5 and the involvement of Cyclin I in S-phase cell cycle 
proliferation (Nagano et al., 2013). Thus it is tempting to speculate that Cdk5 may interact 
with Cyclin I during the replication process. The observation of higher PAR levels in Cdk5 
depleted cells (Bolin et al., 2012) could provide an explanation for the slower fork velocity 
under basal growth conditions. However PARG depleted cells provide no evidence for an 
impact of higher polymer levels on cell cycle progression (Ame et al., 2009) this is unlikely to 
be the cause.   
In addition to a slower S-phase progression under normal growth conditions, the absence of 
Cdk5 is associated with a perturbation of S-phase dynamics after treatment with both transient 
and prolonged HU treatment. The inhibition of ribonucleotide reductase by HU has distinct 
consequences depending on the treatment time: transient exposures result in the stalling of 




whereas prolonged HU exposure leads to fork collapse requiring either the initiation of 
dormant origins or the repair of collapsed forks through HR for replication restart (Bolderson 
et al., 2014; Illuzzi et al., 2014; Petermann and Helleday, 2010; Petermann et al., 2010). The 
absence of Cdk5 impacted on both treatment profiles highlighting its central role in 
replication dynamics. Under transient HU exposure the reduction in fork velocity seen in 
Control cells was less marked in Cdk5-KD cells but was accompanied by a reduced 
phosphorylation of RPA-32 on S33 and S29 in vivo. This is in agreement with observations 
that RPA phosphorylation can inhibit DNA replication (Carty et al., 1994; Oakley and Patrick, 
2010; Patrick et al., 2005) and suggests that DNA synthesis arrest after HU induced 
replication stress may be mediated in part by the phosphorylation of RPA-32 by Cdk5. The 
sequential phosphorylation of RPA-32 is a key event in checkpoint activation and DNA repair 
with the priming phosphorylations on S23, S29 and S33 being an essential step (Anantha et 
al., 2007). It has been reported that S23 and S29 can be phosphorylated in vitro by Cdk1 and 
Cdk2 (Dutta and Stillman, 1992; Fang and Newport, 1993; Niu et al., 1997; Treuner et al., 
1999) and ATR is considered the PIKK that phosphorylates S33 (Vassin et al., 2009). Our in 
vitro data suggests that whilst Cdk1, Cdk2 and Cdk5 can phosphorylate all these serines, 
Cdk5 shows a higher affinity for the three sites. Taken together with the in vivo data, our 
results confirm Cdk5 as a novel member of the Cdk/PIKK families necessary for the S-phase 
DNA damage response through a mechanism involving RPA-32 phosphorylation.  
In terms of the phosphorylation cascades initiated in response to replication stress Chk1 is a 
direct target of ATR’s kinase activity resulting in its phosphorylation on S317. This 
phosphorylation event is essential for the inhibition of origin firing through a mechanism 
involving Cdc25A phosphatase stability (Jones and Petermann, 2012). In the absence of Cdk5 
Chk1-S317 phosphorylation was delayed during the early stages of the HU block, although by 
24 h into the HU block no differences between the Control and Cdk5-KD depleted cells were 
seen. These results would suggest that Cdk5 is necessary for the initial priming 
phosphorylation of RPA-32 and suggests that full RPA-32 phosphorylation is not necessary 
for Chk1 activation in agreement with observations of Sleeth et al. (Sleeth et al., 2007). The 
lower levels of these RPA-32 priming phosphorylations impact on the hyper-phosphorylation 
on S4/S8 seen after prolonged HU treatment. This hyper-phosphorylation is a key step in the 
initiation of HR initiating events, and reduced HR events, as measured by Rad51 foci and 
SCE levels, were seen in the absence of Cdk5. It has been reported that PARP-1 binds to and 
is activated by stalled replication forks to promote replication fork restart after release from 
replication blocks (Bryant et al., 2009). However despite the observations that Cdk5-KD cells 
Résultats  
   
89 
 
have higher levels of DNA damage induced polymer compared to control cells (Bolin et al., 
2012), we could not find any evidence that the absence of Cdk5 impacts on fork restart 
(Figure S4). We also observe less ssDNA formed during HU treatment in Cdk5-KD compared 
to Control cells. The formation of ssDNA is a marker of the functional uncoupling of the 
replicative helicases and DNA polymerases and this lower level raises the possibility that 
Cdk5 promotes this process at stalled replication forks, a function that has also been attributed 
to the helicase MCM (Byun et al., 2005). 
Based on the cellular and molecular phenotype of Cdk5-KD cells it is tempting to speculate 
that the absence of Cdk5 in tumors could be exploited for therapeutic benefit as such tumors 
are more likely to be sensitive to killing by certain treatments. Indeed Cdk5 loss was 
identified as a determinant of sensitivity to PARP inhibitors (Turner et al., 2008). A better 
understanding of the gene interactions and functional buffering that occur in tumor cells, 
together with a measure of the heterogeneity found between different tumors, is important for 
the development of new therapeutic approaches (Ashworth et al., 2011). Over the past few 
years significant advances have been made to directly target such changes through for 
instance the use of DNA repair and cell cycle inhibitors. Whether inter-individual differences 
in tumor Cdk5 expression profiles can be exploited to clinical advantage remains to be fully 
investigated. Recently Levacque et al. (Levacque et al., 2012) reported that Cdk5 expression 
levels predicts the survival of relapsed multiple myeloma patients to the proteasome inhibitor 
bortezomib, with individuals with Cdk5 expression in the bottom quartile having significantly 
higher survival compared with those with Cdk5 in the top quartile. Our observation that 
significantly longer MFS was associated with breast tumors with lower Cdk5 mRNA 
expression is in agreement with Liang et al.(Liang et al., 2013) who found in a panel of 108 
breast tumors that the over-expression of Cdk5 protein expression was significantly correlated 
with several poor prognosis markers (ER- (P<0.001), basal-like (P<0.001) and high grade of 
malignancy (P<0.001). It has to be noted however that differences exist between the two 
studies in some associations which may be due to differences in study sizes, the distribution 
of the breast tumor subtypes within the cohorts and the criteria for over-expression. As no 
Cdk5 inhibitors with specificity and selectivity are available to date (Cuny, 2009) and based 
on the mechanistic role of Cdk5 in the response to replicative stress, the therapeutic use of 
PARP inhibitors combined with radiotherapy could be one promising avenue for tumors with 
low Cdk5 expression. Such an approach would exploit the S-phase cell cycle dependency of 
PARP inhibition (Godon et al., 2008) and the increased S-phase radiosensitivity associated 




sensitivity was increased by PARP inhibitor and further increased when Cdk5 was depleted. 
Whilst clearly such an approach exploiting replicative stress would require further validation 
and optimization in more models, it could be applicable to many of the different tumor types 
in which Cdk5 expression has be shown to be down-regulated.  
  
Materials and methods  
Cell lines and drugs 
shRNA design and cloning in pEBVsiRNA vectors carrying a hygromycin B resistance 
cassette, the establishment and growth of stable knockdown Cdk5-KD clones and HeLa cells 
carrying the pBD650 plasmid that expresses an inefficient shRNA sequence were used as 
Controls and was carried out as previously described (Biard, 2007; Bolin et al., 2012). The 
RNAi targeted sequences for Cdk5 (NM_004935) were nucleotides 703-721 for clone 1499, 
nucleotides 455-473 for clone 1500. Breast cancer cells BT549 and HCC1954 were obtained 
from T. DuBois (Transfer Department, Institut Curie, Paris, France). All tissue culture 
reagents were from Invitrogen (Cergy-Pontoise, France) and 5-FU, HU and 6-TG from 
Sigma-Aldrich (France). 
 
Cell growth and colony formation survival assays 
To assess cell growth, cells were plated in complete medium (3.105 per 25 cm2 flask/line) 
and counted each day. For clonogenic survival after treatment with DNA damaging agents, 
Control (800 cells) and Cdk5 KD (1600 cells) cells were plated in 25 cm2 flasks in triplicate, 
and allowed to adhere for 4 h at 37°C before treatment. Flasks were either irradiated at room 
temperature using a 137Cs gamma irradiator or treated with increasing concentrations of 
various drugs added directly to the culture medium. To assess cell survival when irradiated in 
the S-phase of the cell cycle, cells were synchronized at the G1–S junction by treating them 
13 h with 10 µM thymidine (Sigma-Aldrich), then washed and placed in fresh medium for 9h 
and reblocked with 10 µM thymidine for 20 h. Two hours after removal of thymidine, cells 
were harvested for plating and clonogenic assays. In order to confirm synchronization, cell 
cycle distribution was monitored by fluorescence activated cell sorting (FACS) analysis using 
a FACSCalibur cytofluorometer (Becton-Dickinson Biosciences) after bromodeoxyuridine 
(BrdU) pulse labeling (10 µM, 15 min) as described previously (Fernet et al., 2010). To assess 
cell survival after the depletion of Cdk5, HCC1954 and BT549 cells were transfected with 
siRNA (20 µM) directed against Cdk5 (Supplementary Table 2) or a negative control (siRNA 
duplex, 5 nmol, SR-CL000-005, Eurogentec) using interferin reagent (Polyplus transfection) 
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following manufacturer’s instructions. 72 h post-transfection cells were treated or not to the 
PARP inhibitor (ABT888, Enzo Life Sciences, 10 µM) for 1h prior to irradiation.  
The colony count relative to mock-irradiated cells (relative cell survival) was adjusted for best 
fit to the classical linear-quadratic equation (Ln S = - α.D - β.D2) where D is the radiation 
dose and α and β adjustable parameters characterizing the response, using Kaleidagraph 
software (Synergy Software, Reading, Pennsylvania). Relative cell survival curves after other 
treatments were fitted with a linear quadratic or an exponential fit. 
 
Flow cytometry analysis  
To assess the mitotic ratio cells were treated with HU (24 h, 2 mM), transferred to fresh 
medium containing 50 µg/µl nocodazole (Sigma-Aldrich) and analysed at the indicated times 
as described (Fernet et al., 2010). Phospho-histone H3 immunostaining of mitotic cells was 
carried out as described (Fernet et al., 2010). Flow cytometric analysis was performed using a 
FACSCalibur cytofluorometer (Becton-Dickinson Biosciences). At least 104 events were 
recorded and data analysis was done with CellQuest Pro software (Becton-Dickinson 
Biosciences). 
 
Western blotting  
Total protein extracts were obtained after collection of cells by scraping in extraction buffer 
(62.5 mM Tris HCl, 2% SDS 10% Glycerol, 50 mM DTT, 0.01% bromophenol). Protein 
expression and phosphorylation was analysed and quantified as described (Fernet et al., 2010). 
Full details of antibodies used are given in Supplementary Table 3.  
Immunofluorescence protein detection  
For the detection of Rad51 and phospho-RPA foci, cells grown on coverslips were pulse-
labelled (10 μM BrdU, 30 min), and incubated (1 h) with primary antibodies for Rad51 or 
RPA or phospho-RPA32 S4S8 After incubation with secondary antibodies cells were fixed (5 
min, 1% paraformaldehyde) and stained with anti-BrdU antibody. Coverslips were mounted 
with Vectashield containing DAPI 1.5 µg/ml (Vector Laboratories). Images of fields were 
acquired automatically on a SPINNING-DISC/TIRF/FRAP system, based on a Nikon Ti 
Eclipse stand, equipped with a 60x/1.48 objective and a Yokogawa CSU confocal scanning 
head. Sets of images were acquired using an Evolve EM-CCD camera (Photometrics), under 
control of the Metamorph software (Molecular Devices) using its “mosaic scan” option. At 




using a macro in arbitrary units (A.U.) using Image J software. For Phospho-RPAS4S8 foci 
and Rad51 foci only cells in S-phase were analyzed as determined by BrdU staining intensity 
 
RPA and Cdk5 kinases Assay 
For in vitro kinase assays 1 - 4 µg purified RPA-32 recombinant protein (Abcam) was 
incubated (30 min, 30°C) with 0.5 ng active Cdk5, Cdk1 or Cdk2 (Millipore) in the presence 
of 10 μCi [γ-32P]-ATP and separated by SDS-PAGE. The phosphorylation of substrates was 
analyzed by autoradiography. Histone H1 was used a positive control.  
 
Mass spectrometry analysis 
Samples were analyzed using a LTQ Orbitrap XL mass spectrometer (MS, Thermo Scientific) 
coupled to a nano-Liquid Chromatography system (LC, Ultimate 3000, dionex). Details of the 
separation and MS parameters are provided as Supplementary Information. 
Sister Chromatid Exchange Assays 
The measurement of Sister Chromatid Exchanges (SCEs) was carried out as previously 
described (Lahkim Bennani-Belhaj et al., 2010). In brief cells were grown on coverslips in the 
presence or not of HU (2 mM) and 5-BrdU (10 µM). After 46h, colchicine (Sigma-Aldrich) 
was added to a final concentration of 0.1 mg/ml for 1 h. Cells were then incubated in a 
hypotonic solution (1:6 (vol/vol, FBS:distilled:water) and fixed with methanol:acetic acid 
dilutions. After staining with 10 mg/ml Hoechst 33258 (Sigma-Aldrich) in distilled water for 
20 min, cells were rinsed with 2 x SSC (Euromedex) and exposed to UV light at 365nm at a 
distance of 10cm for 105 min, rinsed in distilled water, stained with 2% Giemsa solution 
(VWR) for 16 min, rinsed in distilled water, dried, and mounted. Chromosomes were 
observed with a Leica DMRB microscope at 100x magnification. Metaphases were captured 
with a SONY DXC 930 P camera, and SCEs counted manually by two observers blind to the 
knowledge of cell line status. 
 
Molecular Combing 
Molecular combing was performed as previously described (Michalet et al., 1997) with some 
modifications to the protocol. Briefly asynchronous cell populations were labelled with 
Iododeoxyuridine (IdU) and chlorodeoxyuridine (CldU) (30 min pulse labeling of first 20 µM 
IdU then 100 µM CldU). Agarose plugs were digested by proteinase K (48 h at a dose of 
1mg/ml) then β-agarase (48 h at 42°C). Chromatin fibers were combed and incubated with rat 
anti-BrdU antibody (1:25, OBT0030, clone BU1/75 ICR1; AbD Serotec) and FITC-
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conjugated mouse anti-BrdU (1:5, 347583, clone B44; BD Biosciences) for 1 h at 37 °C. 
After a short wash step (0.5 M NaCl, 20 mM Tris at pH 7.8, and 0.5% Tween 20), the fibers 
were incubated with goat anti-mouse Alexa 488 (1:50, A-11029; Invitrogen) and goat anti-rat 
Alexa 594 (1:50, A-11007; Invitrogen) for 1 h. DNA counter- staining was performed by 
using anti-DNA antibody (1:20, MAB3034, clone 16–19; Millipore) and the following two 
secondary antibodies: rabbit anti mouse 350 (AlexaFluor) and goat anti rabbit 350 
(AlexaFluor). For each condition, at least 200 fibers were analyzed. Images were acquired 
with a Leica DM RXA microscope equipped with a motorized XY stage, using a X40 
PlanApo N.A. 1.25 objective and a CoolSNAP HQ interline CCD camera (Photo-metrics). 
For each slide, a mosaic of 10×10 partly overlapping images was collected with a Metamorph 
software (Molecular Devices) routine developed in-house. Image collections were assembled 
into a mosaic with the ‘Stitching 2D/3D’ plugin32 (available from http://fly.mpi-
cbg.de/~preibisch/software.html) for ImageJ software (Rasband, W.S., ImageJ, US National 
Institutes of Health, Bethesda, Maryland, USA, http://rsb.info.nih.gov/ij/, 1997–2009).  
 
Comet assay  
Cells were either grown on coverslips, treated in situ with 2 mM HU and collected by 
trypsinization, and then suspended in 0.5% low melting point agarose and transferred onto a 
microscope slide precoated with agarose or treated directly with gamma-radiation on the 
agarose slides. Comets were performed in alkaline conditions as described previously 
(Rimmele et al., 2010). The tail moment, defined as the product of the percentage of DNA in 
the tail and the displacement between the head and the tail of the comet, was measured for 
more than 200 cells for each experimental condition in two independent experiments.  
 
Gamma-H2AX measurement by FACS 
HU-induced gamma-H2AX intensity was assessed as described (Haddy et al., 2014). Mean 
gamma-H2AX intensity was calculated at each time-point for each cell line in three 
independent experiments. 
 
Patients and biological samples 
Primary unilateral non-metastatic breast carcinoma samples were obtained from 456 patients 
(mean age 61.7 years, range 31-91) who had surgery at Institut Curie’s René Huguenin 
Hospital (Saint-Cloud, France) between 1978 and 2008 in accordance with national law and 




were immediately stored in liquid nitrogen until RNA extraction and considered suitable for 
inclusion if the proportion of tumour cells was more than 70% as assessed by histology.  
All individuals met the following criteria: availability of complete clinical, histological and 
biological; no radiotherapy or chemotherapy before surgery; full follow-up. 291 patients 
(63.8%) underwent modified radical mastectomy and 165 (36. 2%) had breast-conserving 
surgery with loco-regional radiotherapy. Patients underwent physical examinations and 
routine chest radiography every 3 months for 2 years, then annually. Mammograms were 
done annually.  
Ten specimens of adjacent normal breast tissue from 10 breast cancer patients or normal 
breast tissue from women undergoing cosmetic breast surgery were used as sources of RNA 
for comparative purposes.  
 
RNA extraction and Quantitative Real-time PCR 
Total RNA was extracted from breast samples using the acid-phenol guanidinum method as 
described elsewhere (Bieche et al., 2013). Primers for TBP (Genbank accession NM_003194), 
encoding the TATA box-binding protein and used as an endogenous RNA control, and the 
Cdk5 gene are given in Supplementary Table 2. The cDNA synthesis, PCR reaction 
conditions and quantification of transcript levels were carried out as previously (Bieche et al., 
2001). Results, expressed as N-fold differences in Cdk5 gene expression relative to the TBP 
 
value of the sample was determined by subtracting the average Ct value of the Cdk5 gene 
from the average Ct value of the TBP gene. The NCdk5 values of the samples were 
subsequently normalized such that the median of the ten normal breast tissue NCdk5 values 
was 1.  
 
Statistics 
To compare data from Control and Cdk5-KD cells and for combing analysis a Mann-Whitney 
test was used. The comparison between Cdk5 mRNA expression levels and clinical 
parameters was assessed using nonparametric tests: the Mann-Whitney U test (between1 
qualitative parameter and 1 quantitative parameter) and the Spearman rank correlation test 
(between 2 quantitative parameters).To visualize the efficacy of Cdk5 mRNA levels to 
discriminate between patients that developed/did not develop metastases in the absence of an 
arbitrary cut-off value, data were summarized in a receiver operating characteristic curve 
(Hanley and McNeil, 1982). The area under the curve (AUC) was calculated as a single 
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measure to discriminate efficacy. MFS was determined as the interval between initial 
diagnosis and detection of the first relapse metastasis. Survival distributions were estimated 
by the Kaplan-Meier method (Kaplan EL, 1958), and the significance of differences between 
survival rates was ascertained using the log-rank test (Peto et al., 1977). All others data 
presented, were analyzed using unpaired T-tests using Prism Graph Pad 5.0b software 
(GraphPad Software Inc).   
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Fig 1: Clonogenic cell survival of Control and Cdk5 deficient cell lines to increasing doses of (A) 
137
Cs 
gamma rays (B) Hydroxyurea (HU) (C) 5-fluorouracil (5-FU) and (D) 6-thioguanine (6-TG) 
(A) Asynchronous or synchronized in S-phase (double thymidine block) cells were irradiated and colonies 
were allowed to grow for 10-15 days. (B) Asynchronous cells were exposed to increasing concentrations of HU 
present in the culture medium until colony fixation or to (C) 5-FU or (D) 6-TG for 24 h followed by fresh 
medium and colony growth. Data represents mean ± SD from at least two independent experiments using 2 
different HeLa Cdk5 clones in triplicate for all conditions. (** P<0.01, *** P<0.001; Unpaired t-test). (E) 
Representative western blot showing the depletion of Cdk5 protein in Cdk5-KD cell lines. Ku80 was used as a 










Fig 2: Cdk5-KD cells show a faster progression through S and G2 after exposure to HU 
(A)  Replication fork speed distribution in Control and Cdk5-KD cells in treated (HU 2mM, 2 h) or 
untreated cells. 100 to 250 DNA fibers were scored per condition. The numbers correspond to the median 
(shown as a horizontal line) replication speed. P values are indicated (NS - not significant; *P< 0.05; **P< 0.01; 
***P< 0.001; ****P< 0.0001, Mann-Withney test). Data are based on two independent experiments for 2 
different HeLa Cdk5 clones. (B) Increased fork density in Cdk5-KD cells after HU (2 mM, 2 h) treatment: 
Control and Cdk5-KD cell lines were treated or not, then labeled with successive pulses of IdU and CldU for 30 
min each. Fork density was determined as the number of forks per Mb in the S-phase DNA population. More 
than 100 Mb was measured per condition. Data are means ± SD from 2 independent experiments for 2 different 
HeLa Cdk5 clones. (C) Cells were treated with HU (2mM) for 24 h, released into fresh medium (0h corresponds 
to 24 h HU treatment) then pulse labeled with BrdU (10 µM, 15 min) at different times post release before 
collection and the percentage of Controls and Cdk5-KD cells in S and G2/M phases were determined by FACS 
analysis. Data are means ± SD from 3 independent experiments for 2 different HeLa Cdk5 clones. (* P<0.05, ** 
P<0.01, *** P<0.001; Unpaired t-test).(D) Mitotic entry after HU release. Control and Cdk5 cells were treated 
with 2 mM HU for 24 h and released into medium containing Nocodazole (50 µg/µl). The percentage of mitotic 
cells was analyzed by FACS by phospho-H3 content. Data are means ± SD from 2 independent experiments for 











Fig 3: Decreased ATR and Cdks-dependent phosphorylation of Replication Protein A upon HU treatment 
in Cdk5 depleted cells 
(A) Representative western blot analysis of phospho-SMC1-S966, phospho-Chk1-S317 and phospho-RPA-
S29 and S33 in protein extracts from Control and Cdk5-KD cells during a 24 h HU block (2mM) and over the 
following 24 h after release from the block. Total Tubulin was used as a loading control.  
(B) Quantification data are ratios of intensities of treated to non-treated cellular extracts after normalization 
with tubulin intensity, data are means ± SD from 2-3 independent experiments using 2 different HeLa Cdk5 
clones. (* P<0.05, ** P<0.01; Unpaired t-test).  
(C) In vitro kinase assay showing the phosphorylation of purified RPA32 protein by Cdk5/p25 recombinant 
kinase after 30 min at 25° C. The image is representative of three independent experiments. The phosphorylation 
of histone H1 by Cdk5 was used as a positive control.  
(D) Sites of phosphorylation of the RPA protein by Cdk5 in vitro (same experimental settings as in 3C), 
identified by mass spectrometry: S23, S29 and S33. All three sites were detected in seven independent 














Fig 4: Compromised Cdk5 expression impacts on the processing of DNA DSBs 
DNA strand break formation and persistence measurement in the Cdk5-KD and Control cells using the alkaline 
Comet assay (A) 30 min and 1 h after exposure to gamma-irradiation (8 Gy) or (B) 24 h after treatment with HU 
(2 mM). Cells were either grown on coverslips, treated in situ with 2 mM HU, collected by trypsinization, 
suspended in 0.5% low melting point agarose and transferred onto a microscope slide precoated with agarose or 
treated directly with gamma-radiation on the agarose slides. The data correspond to the mean tail moment. Mean 
values are represented as horizontal lines. 200 cells for 2 different HeLa Cdk5 clones were scored per condition. 
P values are indicated (NS - not significant; *P<0.05; **P<0.01; ***P<0.001;****P<0.0001 ) using unpaired t-
test. (C) The induction of gamma H2AX was assessed using immune-coupled FACS analysis to quantify total 
gamma H2AX levels using fluorescence intensity in the cells as a read-out: Cells were collected at the times 
indicated during HU treatment (2 mM) and after 24h of treatment when cells were released into a fresh medium 
containing nocodazole (50 µg/µl). Mean and SD values are presented from three independent experiments using 
2 different HeLa Cdk5 clones analyzed using an unpaired t-test. (*P<0.05; **P<0.01; ***P<0.001). (D) 
Decreased number of cells with RPA foci in Cdk5-KD cells after HU treatment: Cells were released from HU 
treatment (24 h, 2 mM), fixed and immunostained for RPA 32 and the number of RPA foci analyzed using a 2D 
Spinning-Disc/Tirf/Frap system. Data are the percentage of cells with more than 5 foci (median ± SE), from 3 
independent experiments with a minimum of 300 cells analyzed per experiment. Statistical analysis was carried 






Fig 5: Lower RPA S4S8 phosphorylation and Rad51 foci formation in Cdk5-KD cells after HU treatment  
(A) Representative western blot of phospho-RPA S4S8 levels in protein extracts from Control and Cdk5-
KD during HU block (2 mM, 24 h of treatment) and up to 24 h after its removal from the culture medium. RPA 
S4S8 was detected using a phosphospecific antibody. Actin expression was used as a gel loading control. 
(B) Phospho-RPA foci formation: Cells were released from HU (2 mM, 24 h) at the indicated times, fixed 
and immunostained for RPA S4S8. The number of foci/cell was quantitated using a 2D Spinning-Disc/Tirf/Frap 
system. The figures are representative of 2 independent experiments with the mean percentage of cells carrying 
more than 5 foci presented, with SEM. Only BrdU positive cells (S-phase) were quantified with 350 to 600 cells 
analyzed (****P<0.0001, P<0.0001, unpaired t-test).  
(C) Formation and persistence of RAD51 foci in Cdk5-KD and Control cells: cells were treated or not with 
HU (2 mM, 24 h) and Rad51 foci quantified using a 2D Spinning-Disc/Tirf/Frap system after a pulse labeling 
with BrdU (10 µM, 15 min) at the indicated times. Data are representative of four independent experiments 
using two different Cdk5-KD clones with between 600 and 3,000 cells analyzed for each condition and represent 
the number of BrdU positive cells carrying more than 5 foci, compared by t-test between the different treatment 











Fig 6: Level of HU-induced SCEs is lower in Cdk5-KD cells compared to Control cells:  
(A) Number of SCEs per chromosome in untreated or HU treated (2 mM HU, 24 h) Control or Cdk5-KD 
cells (2 different clones). Between 2372 and 4499 chromosomes from 3 independent experiments were analyzed 
for each condition. Error bars represent standard errors of the means. (****P<0.0001, unpaired t-test). 
(B) Representative images of SCE in Control and Cdk5-KD cells, without and after HU treatment (2 mM, 



























Fig 7: Survival of patients with breast tumours and breast cancer lines depending on Cdk5 expression 
profile 
(A) MFS curves for breast tumor patients with high (NCdk5 > 3.8) and low (NCdk5 ≤ 3.8) tumor expression 
levels of Cdk5 mRNA. The mean patient follow-up was 9.5 years (range 5 months to 33 years) and 169 patients 
in the cohort developed metastases. 
(B) Survival of HCC1954 and BT549 breast tumour cell lines. Cells were transfected either with a siRNA 
control or a siRNA directed against Cdk5 expression. 72 h later they were plated and left to attach for 4h before 
changed and colonies grown for 8 days and counted. Data are the mean numbers of colonies counted ± SD from 
two independent experiments each in triplicate (*P < 0.05; **P < 0.01; ***P < 0.001, unpaired t-test). 
(C) Clonogenic cell survival of HCC1954 (left panel) and BT549 (right panel) breast tumour cells 
depending on Cdk5 expression after increasing doses of gamma-irradiation in the presence or not of a PARP 
inhibitor. Cells were transfected with either a control or Cdk5 siRNA as in panel (B) and then the PARP 
and colonies grown for 8 days and counted.  Data are the mean survivals of two independent experiments each in 
triplicate (*P<0.05; **P<0.01, unpaired t-test). 
(D) Representative western blot of breast cancer cell lines after transfection with  
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Supplementary Experimental Procedures 
 
Mass Spectrometry Analyses 
After incubation of RPA32 with Cdk5, proteins were separated on SDS–PAGE gels stained 
with LabSafe GEL Blue Stain (G-Biosciences) and the RPA bands excised Gel slices were 
washed and proteins reduced with 10 mM dithiothreitol prior to alkylation with 55 mM 
iodoacetamide. After washing and shrinking the gel pieces with 100% acetonitrile (MeCN), 
an in-gel digestion was performed using trypsin (Promega) and adding Chymotrypsin 
(Sequencing Grade, Promega) after 1 h in 25 mM NH4HCO3 at 37°C and continuing the 
digest for another 4 additional hours. The extracted peptides were analysed by nano-liquid 
chromatography tandem mass spectrometry using an Ultimate 3000 system (Dionex S.A.) 
coupled to an LTQ-Orbitrap XL mass spectrometer (Thermo Fisher Scientific). Samples were 
loaded onto a C18 precolumn (300 µm inner diameter x 5 mm; Dionex) at 20 µl/min in 2% 
MeCN, 0.1% trifluoroacetic acid. After 3 min of desalting, the precolumn was switched with 
the analytical C18 column (75 μm i.d. x 50 cm, packed with C18 PepMap™, 3 μm, 100 Å; 
LC Packings) equilibrated in solvent A (2% MeCN, 0.1% HCO2H). Bound peptides were 
eluted using a two-step linear gradient of 157 min (from 0 to 30%) and 20 min (from 30 to 
50%) of solvent B (80% MeCN, 0.085% HCO2H) at a 150 nl/min flow rate and an oven 
temperature of 40°C. A LTQ-Orbitrap mass spectrometer was used in the positive ion mode 
and Survey MS scans acquired in the Orbitrap on the 350-1000 m/z range with the resolution 
set to a value of 100,000. We recalibrated each scan in real time by co-injecting an internal 
standard from ambient air into the C-trap. We selected the five most intense ions per survey 
scan for collision induced fragmentation and analyzed the resulting fragments in the linear 
trap (LTQ) and, if a neutral loss of 98 Da from the precursor ion was observed, then we 
enabled a multistage activation (MSA). Target ions already selected for MS/MS were 
dynamically excluded for 30 s. We acquired data using the Xcalibur software (v 2.2) and the 
resulting spectra were interrogated by MascotTM and SEQUEST® through Proteome 
Discoverer (v 1.4, Thermo Scientific) with the SwissProt Homo sapiens database. We set 
carbamidomethylation of Cys, oxidation of Met, N-terminal acetylation, phosphorylation of 
Ser and phosphorylation of Thr as variable modifications for all searches. We set specificity 
of trypsin and chymotrypsin digestion and allowed two missed cleavage sites and we set the 
mass tolerances in MS and MS/MS to 2 ppm and 0.5 Da, respectively. The resulting Mascot 
and Sequest files were further processed using myProMS
1
. We validated phosphorylated 
peptides by combining phosphoRS analysis and by manually inspecting the peak assignment. 
The procedure was used to analyse the phosphorylation of RPA32 by Cdk1 and Cdk2.  
 
Label-free Quantification 
To quantify the phosphorylated peptides, we extracted from the MS survey of nano-LC-
MS/MS raw files the extracted ion chromatogram (XIC) signal of the well characterized 
tryptic peptide ions using the Pinpoint
TM
 (version: 1.2, Thermo Scientific) software. We 
integrated XIC areas in Xcalibur under the QualBrowser interface using the ICIS algorithm. 
We calculated Mean values of normalized areas by using the total RPA 32 kDa signal (all 
RPA 32 kDa peptide ions). We calculated mean values and S.D. for four replicate 
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Supplemental Table 1: Characteristics of the 456 breast cancer relative to mRNA over-
expression of Cdk5 
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Total 456 (100.0) 322 (70.6) 134 (29.4)  
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a 2Test, b Scarff Bloom Richardson classification, c Information available for 447 patients, 
d Information available for 455 patients, e Information available for 448 patients,f Kruskall 
Wallis’s H test, NS: non-significant, * Estrogen receptor (ER), progesterone receptor (PR) 




coated charcoal method, enzymatic immuno-assay or immunohistochemistry) at the time of 
surgery and confirmed by ER, PR and ERBB2 real-time qRT-PCR assays2,3. 
Supplemental Table 2: Primers and RT-qPCR conditions and siRNAs 
 
 
Sequences for siRNA 
Cdk5 
5’ CAACAUCCCUGGUGAACGUTT 3’    
3’ TTGUUGUAGGGACCACUUGCA 5’ 
 
Sequences for primers RTqPCR 
Cdk5 - U: 5’-CAAGCTGCCAGACTATAAGCCCTA-3’ 
Cdk5 - L: 5’-TGCAGCAGATCCCTCCCTGT-3’ 
 
TBP - U:5’-TGCACAGGAGCCAAGAGTGAA-3’ 
TBP – L:5’CACATCACAGCTCCCCACCA-3’ 
 
PCR conditions 
95°C 10 min ; (95°C 15 sec 65°C 1 min) 50 cycles. 
Résultats  








Cdk5 (Py15) Epitomics (1947-S) 
RPA 34 (9H8) Pierce (MA1-26418) 
p.RPA S33 Bethyl (A300-246A) 
p.RPA S4S8 Bethyl (A300-245A) 
p.Chk1 317 Bethyl (A300-163A) 
Rad51 (H-92) Santa Cruz (SC-8349) 
H2AX (Ser139) FITC conjugated Euromedex (16-202A) 
p.SMC1 S966 Bethyl (A300-050A) 
ssDNA Milipore (MAB3034) 
BrdU (Monoclonal Antibody) Rat Clone: 
BU1/75 
Ab Serotec (OBT0030) 










































































































Fig S1: Reduced S-phase dynamics in the absence of the Cdk5 protein 
(A) Proliferation curves of Control and Cdk5-KD cells growing under normal growth 
conditions. 3.10
5
 cells were plated in 25 cm
2
 flasks and 3 flasks per time point were counted 
at the indicated times. 
(B) In order to determine the cell cycle progression and the length of S phase, cells were 
synchronized by a double thymidine block then pulsed labeled with BrdU (10 µM/15 min) and 
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Fig S2: Cdk5-KD cells show a faster progression through S and G2 after exposure to 
Aphidicolin and reduced phosphorylation of RPA32 S33 and S4S8 
(A) Cells were treated with Aphidicolin (4µg/ml) (Sigma) for 24 h, released into fresh medium (0 
h corresponds to 24 h of Aphidicolin treatment) then pulse labeled with BrdU (10 µM, 15 min) at 
different times post-release before collection. The percentage of Control and Cdk5-KD cells in G1, S 
and G2/M phases were determined by FACS analysis. Data presented is from one experiment. 
(B) Representative western blot analysis of phospho-SMC1 (S966), and phospho-RPA32 S4S8 
and S33 in protein extracts from Control and Cdk5-KD cells treated for 24 h with 0.5/2.5/5 µg/ml of 
Aphidicolin. Total Tubulin was used as a loading control.  
(C) Quantification data are ratios of intensities from treated (24 h /2.5 µg/ml) vs non-treated 

























Fig S3: Identification of RPA phosphorylation sites by mass spectrometry  
Liquid chromatography-MS/MS spectra (MSA enabled) of RPA32 phosphopeptides containing (A) 
Ser23 (TQpSPGGFGSPAPSQAEK: 863.38
(2+)
m/z), (B) Ser29 (TQSPGGFGpSPAPSQAEK: 
863.38
(2+)
m/z) and (C) Ser33 (TQSPGGFGSPAPpSQAEKK: 927.43
(2+)
m/z). The fragmentation 
spectra are trypsin/chymotrypsin derived peptides and show the peptide sequence based on the 
interpretation of the observed ions obtained. Tandem mass spectrum were labeled to show singly and 
doubly charged b and y ions, as well as ions corresponding to neutral losses of water (H
2
O, circles °) 
and H3PO4 (P, 98 Da) groups; M: parent ion mass are shown.  
(D) Quantification of the phosphorylation of RPA32 at positions Ser29, Ser23 and Ser33. The bar 
charts represent the relative phosphorylation intensity of RPA32 by Cdk5, Cdk2 and Cdk1. Data are 
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Fig S4: Distribution of asymmetric replication bubbles in Control and Cdk5-KD cells  
The ratio of IdU/CldU was calculated for each replication fork. Distribution of ratios was analyzed as 
described previously
4
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En conclusion l’ensemble de ces résultats montre que : 
 Cdk5 régule positivement la réplication au cours de la progression normale en 
phase S, elle promeut la réplication et plus particulièrement l’activation des 
fourches de réplication, 
 Cdk5 est requise pour la signalisation des dommages de l’ADN en réponse au 
stress réplicatif, 
 Cdk5 est requise pour l’activation du point de contrôle en phase S, afin de 
réduire la vitesse de réplication en présence de stress réplicatif et de réprimer 
les origines tardives. D’un point de vue moléculaire, cette observation est due à 
l’importance de la kinase Cdk5 pour une phosphorylation optimale de la 
cascade de signalisation induite par ATR. 
 La protéine RPA32 est un substrat direct de la kinase Cdk5,  
 L’absence de Cdk5 génère une réduction de la réparation par RH mesurée par  
les foyers RPA S4S8, Rad51 et les SCEs apres traitment au HU. 
 En absence de Cdk5, moins d’ADN simple brin est généré en réponse au HU, 
 Une faible expression de Cdk5 est associée à une meilleure survie sans 
métastases de patientes atteintes d’un cancer du sein (montré par l’analyse de 
l’expression de Cdk5 dans les tumeurs). 
Basé sur nos résultats, deux modèles peuvent être proposés pour le role de 
CDK5(Figure 26) : 
1)- La phosphorylation par Cdk5 de RPA sur les serines S23, S29 et S33, est 
nécessaire pour les phosphorylations en trans de RPA par ATR et permet une 
hyperphosphorylation DNA-PK dépendante sur S4/8. L’hyperphosphorylation de RPA est 
nécessaire à l’activation du point de contrôle intra-S et l’initiation des évènements de 
résection necessaire au HR. 
2)- Cdk5, par un mécanisme qui reste encore à identifier, promeut le découplage 
hélicase/polymérase et permet l’accumulation d’ADN simple brin nécessaire au 
déclenchement de la cascade de signalisation ATR dépendante. 
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Nous développerons dans la partie perspective, les expériences nécessaires afin de 
continuer ce travail. 





















3. Résultats complémentaires 
Comme je l’ai précédemment abordé, le point de départ de ma thèse était basé sur les 
résultats obtenus par Turner et al. (Turner et al., 2008) qui avaient démontré un effet additif 
de l’inhibition de la protéine Cdk5 et des inhibiteurs de PARP. Leurs observations, ainsi que 
l’ensemble du travail de Bolin et al. (Bolin et al., 2012) suggèrent que l’inhibition de Cdk5 
modifie la réponse aux radiations ionisantes. Les résultats ci-dessous décrivent les travaux 
réalisés sur des lignées HeLa déplétées pour Cdk5 afin de déterminer l’implication de cette 
protéine dans le contrôle du cycle cellulaire, la signalisation des dommages ainsi que la 
réparation. 
3.1 Caractérisation des clones HeLa Contrôles et Cdk5 KD  
 
J’ai tout d’abord caractérisé notre modèle cellulaire HeLa en termes d’expression des 
protéines majeures de la réponse aux dommages. La Figure 26 montre une extinction totale de 
l’expression de Cdk5 dans les 2 clones Cdk5 KD et une expression des protéines clés de la 
signalisation et réparation similaire dans nos quatre clones HeLa.  
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Figure 27 : Caractérisation des lignées HeLa Contrôles (CTRL et shCTRL) et Cdk5 KD 
(Cdk5-1499 et Cdk5-1500) 
Western blot représentatif de l’expression basale des différentes protéines de la signalisation 
et réparation des dommages, dans les clones HeLa Contrôles et HeLa Cdk5 KD. 
3.2 Réponse des lignées Cdk5 KD aux dommages radio-induits 
3.2.1 Les lignées HeLa Cdk5 KD présentent un point de contrôle intra-S altéré 
 
Afin d’analyser le point de contrôle en phase S nous avons suivi par cytométrie en flux 
(FACS) la distribution des cellules au cours du cycle cellulaire, par une récolte des différents 
clones à différents temps post irradiation avec une source de 
137
Césium à des doses de 2 et 5 
Grays (Figure 28). Les résultats obtenus montrent que dans les lignées Contrôles, l’irradiation 
d’une population cellulaire asynchrone aux doses de 2 et 5 Gy entraine une accumulation des 
cellules en phase S (mesuré par FACS, par la méthode décrite dans le travail de Fernet et 
al.(Fernet et al., 2010)). Les cellules répondent de manière dose dépendante, comme attendu, 
avec une accumulation maximale atteinte 8 heures post irradiation, indiquant une activation 
du point de contrôle en phase S. Les cellules Cdk5 KD s’arrêtent également, avec une 
cinétique similaire mais une amplitude moindre, suggérant une altération du point de contrôle 















































Figure 28: Déficience du checkpoint en phase S post irradiation  
Progression en phase S de populations cellulaires asynchrones Contrôles (à gauche) ou Cdk5 
KD (à droite) non traitées ou irradiées à 2 Gy et 5 Gy. Les cellules sont ensemencées et 
exposées ou non aux rayons gamma après adhésion. Après un marquage au BrdU (10 µM, 15 
min), les cellules sont récoltées aux temps indiqués, et le pourcentage de cellules en phase S 
est déterminé par Cytométrie de flux après immunomarquage anti-BrdU. Les données 
présentées correspondent à une expérience représentative des 3 réalisées  
3.3 Les lignées HeLa Cdk5 KD présentent un point de contrôle G2/M altéré  
Nous avons également analysé le rôle de la protéine Cdk5 dans l’activation du point de 
contrôle G2/M. Pour cela nous avons suivi des populations de cellules asynchrones, non 
traitées ou irradiées à 2 et 5 Gy tout au long du cycle cellulaire.et nous avons quantifié le 
pourcentage de cellules en G2/M post irradiation. Comme attendu, les cellules Contrôles 
s’accumulent en G2/M de manière dose-dépendante, tant en termes d’amplitude que de 
cinétique (Figure 29). Les cellules Cdk5 KD montrent une accumulation réduite en G2/M en 
comparaison avec les lignées Contrôles, avec une cinétique toutefois similaire, indiquant que, 
tout comme pour l’arrêt en phase S l’absence de Cdk5 conduit à un arrêt en G2/M moins 
efficace. La quantification par cytométrie de flux des cellules mitotiques par une détection de 
l’histone H3 phosphorylée 1h après irradiation indique une augmentation du pourcentage de 
cellules en mitose en absence de Cdk5, confortant ces observations en montrant un défaut du 
point de contrôle précoce qui bloque l’entrée en mitose des cellules irradiées en G2 (résultats 
non présentés). 
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Figure 29 : Altération du point de contrôle G2/M post irradiation  
Progression en phase G2/M de populations cellulaires asynchrones Contrôles (à gauche) ou 
Cdk5 KD (à droite) non traitées ou irradiées à 2 Gy et 5 Gy. Les cellules sont ensemencées et 
exposées ou non aux rayons gamma après adhésion. Les cellules sont récoltées aux temps 
indiqués, et le pourcentage de cellules en phase G2/M est déterminé par Cytométrie de flux 
après un marquage à l’iodure de propidium. Les données présentées correspondent à une 
expérience représentative des 3 réalisées.  
3.4 Les lignées HeLa Cdk5 KD activent les cascades de signalisation des dommages 
en réponse aux RI 
Suite à une irradiation, les cellules endommagées par l’effet des RI initient la signalisation des 
dommages qui va pemettre la mise en place des points de contrôle du cycle et la réparation. 
Cette signalisation dépend de l’activation des voies ATM et ATR (Thompson, 2012). Afin de 
déterminer si ces voies de signalisation sont correctement activées en réponse aux irradiations 
en l’absence de Cdk5, nous avons analysé par westerns blot l’état de phosphorylation des 
différentes cibles d’ATM et d’ATR 30 minutes après exposition de populations asynchrones à 
des doses de 2 et 5 Gy (Figure 30). Nous avons ainsi étudié la phosphorylation des protéines 
Chk1, Chk2, SMC1 et KAP1. Les résultats présentés ne montrent pas de différence dans la 
phosphorylation de ces cibles après irradiation entre les lignées déplétées pour Cdk5 et les 
lignées Contrôles. Ceci suggère qu’en absence de Cdk5, et dans nos conditions 
expérimentales, les cascades dépendantes d’ATM et ATR sont correctement activées en 
réponse à une irradiation gamma. Nous ne pouvons pas exclure que l’altération des points de 
contrôles intra-S et G2/M observée dans les cellules déplétées pour Cdk5 soit le résultat d’une 
sortie prématurée de l’arrêt du cycle, l’étude des cinétiques de phosphorylation des protéines 



















Figure 30 : activation des cascades de signalisation ATM et ATR dépendantes post 
irradiation 
Exemple de Western blot réalisé à partir d’extraits cellulaires totaux (extraction  cell 
signaling), représentatif des données obtenues dans les lignées Contrôles et Cdk5 KD, 30 min 
post irradiation à des doses de 2Gy et 5Gy. 
 
Etant donné l’altération du point de contrôle de phase S, nous avons voulu savoir si les 
cellules déficientes en Cdk5 présentaient une sensibilité augmentée aux radiations en phase S. 
J’ai mesuré la survie clonogénique des lignées Contrôles et Cdk5 KD irradiées après une 
synchronisation en phase S à l’aide d’un double-bloc de thymidine. Les résultats obtenus 
(Figure 31) montrent que les lignées Cdk5 KD présentent une hypersensibilité en phase S, 
avec un ratio de la fraction survivante à 2 Gy (SF2) dans les cellules synchronisées vs les 
cellules asynchrones de 1.5 ± 0.16 dans les lignées Contrôles et 1.06 ± 0.20 dans les lignées 










Les lignées HeLa sont synchronisées par un un double bloc de thymidine. Les cellules sont 
traitées un première fois pendant 19 heures avec du milieu contenant de la thymidine (2 µM), 
le milieu est ensuite retiré et remplacé par du milieu sans drogue pendant 9 heures. Les 
cellules sont traitées une seconde fois pendant 17 heures avec du milieu contenant de la 
thymidine (2 µM). Deux heures après le dernier lever de bloc, les cellules synchronisées ou 
non synchronisés, sont ensemenceés puis irradiées après adhésion à des doses de 0, 1, 2, 3 et 
4 Gy). Après 10 à 15 jours de croissance, les cellules sont fixées et comptées, les fractions de 
cellules survivantes (ratio irradiées vs non irradiées) sont calculées. Les données 
représentées sont la moyenne de 2 expériences réalisées en triplicat.  
 
Sur la base de ce résultats et de l’observation d’une altération du point de contrôle en phase S, 
j’ai analysé l’activation des voies ATM et ATR spécifiquement en phase S (Figure 32). 
 
 
Figure 31: Survie clonogénique des lignées HeLa Contrôles et HeLa Cdk5 KD à des 


















Figure 32: Activation des cascades de signalisation ATM et ATR dépendantes post 
irradiation en phase S 
(A) Exemple de Western blot réalisé à partir d’extraits cellulaires totaux (extraction cell 
signaling), représentatif des données obtenues dans les lignées Contrôles et Cdk5 KD, 30 min 
post irradiation à des doses de 2Gy et 5Gy sur des cellules synchronisées en phase S par un 
double-bloc de thymidine (voir figure 29)..(B) Quantification des différentes protéines cibles 
d’ATM et ATR en phase S, les données sont représentées en ratio d’intensité des extraits en 
phase S (traités 5Gy/non traités) après normalisation avec l’intensité de la tubuline. Les 
données sont une moyenne  SD d’au moins 4 expériences indépendantes. 
 
De façon surprenante, nous n’avons pas détecté de défaut de phosphorylation des cibles de 
l’activation des voies des points de contrôles post irradiation en phase S. De plus, nous 
n’avons observé qu’une très faible induction de la phosphorylation de la protéine RPA sur les 
serines S4S8 et S33 après irradiation, contrairement aux observations faite après traitement 
HU (Article en révision). 
3.5 L’inhibition de Cdk5 sensibilise les cellules à l’inhibition de DNA-PK  
Afin de comprendre dans quelle voie de signalisation Cdk5 pourrait être impliquée, j’ai testé 
l’effet de l’inhibition de Cdk5 sur les différents inhibiteurs de PI3K : ATM ATR et DNA-PK. 
Pour cela, j’ai fait des survies clonogéniques dans les lignées HeLa Contrôles et HeLa Cdk5 
KD en absence et en présence de ces inhibiteurs, dans un premier temps sans traitement par 















































Figure 33: Survie clonogénique des lignées HeLa Contrôles et HeLa Cdk5 KD traitées 
avec des inhibiteurs de PI3K 
Les lignées HeLa asynchrones sont ensemencées en triplicat et traitées avec les inhibiteurs 
(ATMi : NU55933, 10 µm),(ATRi :NU6027, 10 µM), (DNA-PKi : NU7441, 2 µM), 24 heures 
après traitement, les cellules sont rincées et remises en incubateur pendant 12 jours. Les 
cellules sont ensuite fixées et comptées, les fractions de survies aux différentes doses 
d’inhibiteurs sont représentés ci-dessus, les données sont la moyennes de 4 expériences 
indépendantes. Les résultats sont statistiquement différents dans le cas de l’inhibiteur de 
DNA-PK (P <0.0001). Sur le panel de droite, survie clonogénique après 24h de traitement 
avec une gamme de concentrations de NU7441. 
 
Les résultats des survies présentées (Figure 33), montrent que l’inhibition de Cdk5 ne 
sensibilise pas les cellules aux inhibiteurs d’ATM ou d’ATR. En revanche, la déplétion en 
Cdk5 sensibilise de façon significative à l’inhibition de la DNA-PK par traitement au 
NU7441, et ce à toutes les concentrations testées. J’ai également confirmé cet effet par 
l’utilisation d’un autre inhibiteur de DNA-PK (NU7026, résultats non présentés). Cette 
sensibilité exacerbée à l’inhibition de Cdk5 en absence de dommages suggère une implication 
de Cdk5 dans une voie de signalisation importante pour la survie cellulaire différente de la 
voie DNA-PK dépendante. 
 
Nous avons voulu savoir si l’inhibition de DNA-PK avait un effet différent en présence et en 
absence de Cdk5 sur la survie cellulaire après induction de dommages. Pour cela j’ai effectué 
d’autres survies clonogéniques dans les lignées HeLa Contrôles et Cdk5 KD, en traitant les 
différentes lignées simultanément avec un inhibiteur de DNA-PK (pendant 24h) et des rayons, 
les résultats sont présentés Figure 34. 
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Figure 34: Survie clonogénique des lignées HeLa Contrôles et HeLa Cdk5 KD après 
irradiation en présence de l’inhibiteur de DNA-PK NU7441  
Les lignées HeLa asynchrones sont ensemencées, traitées avec l’inhibiteur de DNA-PKi 
(NU7441, 1 µM) pendant 1h ou avec du DMSO seul (en noir) puis irradiées avec une source 
de 
137Cs et l’inhibiteur est enlevé par rinçage 23h après l’irradiation. Après 10 à 15 jours de 
croissance, les cellules sont fixées et comptées, les fractions de survies aux différentes doses 
sont représentées ci-dessus, les données sont des moyennes de 2 expériences indépendantes 
réalisées en triplicat avec les quatre clones (« Controls » étant la moyenne des 2 clones 
Contrôles et « Cdk5 KD » la moyenne des 2 clones Cdk5-1499, Cdk5-1500). 
 
L’inhibition de DNA-PK entraine une grande radiosensibilisation des lignées HeLa et les 
conséquences de l’absence de Cdk5 sont plus importantes en termes de survie cellulaire 
lorsque la DNA-PK est inhibée. En effet, le ratio des SF2 des lignées Contrôles vs Cdk5 KD 
est de 1,25 en moyenne sans inhibiteur et de 2,25 en présence de NU7441. 
De la même façon, nous avons voulu savoir si la présence de l’inhibiteur de DNA-PK modifie 
la réponse au HU, pour cela nous avons traité les cellules pendant 24 heures au HU (2 mM), 
puis inhibé la DNA-PK pendant 24 heures. Les résultats de la survie clonogénique sont 























Les lignées Hela asynchrones sont ensemencées puis traitées pendant 24heures au HU afin de 
bloquer les fourches de réplication et d’induire des lésions à l’ADN ou laissées sans 
traitement. Les cellules sont rincése et traitées à l’inhibiteurs de DNA-PK NU7441 pendant 
24 heures supplémentaires. Les cellules sont ensuite rincées et incubées dans du milieu sans 
drogue, au bout de 12 jours de croissance, les colonies sont fixées et compteés. Les fractions 
de survies aux différentes concentrations sont représentées ci-dessus, les données sont des 
moyennes de 3 expériences indépendantes réalisées en triplicat avec les quatre clones 
(« Controls » étant la moyenne des 2 clones Contrôles et « Cdk5 KD » la moyenne des 2 
clones Cdk5-1499, Cdk5-1500). 
 
L’ensemble des résultats obtenus après inhibition de la DNA-PK et induction de dommages 
par irradiation gamma ou traitement HU montre que la fonction de la DNA-PK est nécessaire 
à la survie des cellules en l’absence de la kinase Cdk5. Ces observations suggèrent un rôle 
pour le NHEJ dans la réparation des dommages induits par les radiations et par un stress 
réplicatif dans les cellules déficientes pour Cdk5. 
 
3.6 Conclusions  
Dans l’ensemble, nos résultats indiquent qu’en réponse aux RI, Cdk5 est requise pour une 
bonne efficacité des points de contrôle du cycle cellulaire, en phase S et en phase G2 et pour 
la survie cellulaire, plus particulièrement en phase S. Notre analyse de l’activation des voies 
de signalisation des dommages dépendantes d’ATM et ATR n’a pas permis de mettre en 
évidence de défaut en absence de Cdk5, suggérant que la mise en place des arrêts du cycle 
peut se faire en absence de Cdk5. On peut imaginer que l’implication de Cdk5 se situerait 
0.1
1.0



















Figure 35 Survie clonogénique des lignées HeLa Contrôles et HeLa Cdk5 KD à 




plutôt au niveau des mécanismes contrôlant le maintien de ces points de contrôle par la 
régulation de l’activité de protéines comme PLK1 (Polo-like kinase 1) par exemple en ce qui 
concerne l’arrêt en G2. Nos travaux ont montré un rôle de Cdk5 dans le contrôle des fourches 
de réplication après un stress réplicatif, il est envisageable que la fonction de Cdk5 dans la 
répression de l’initiation des fourches s’exerce également après exposition aux RI (Willis and 
Rhind, 2009). L’activation d’effecteurs plus en aval du processus tels que CDC25 et le 
complexe Cyclin E/Cdk2 doit être étudiée. 
L’altération des points de contrôle du cycle peut contribuer à la diminution de la survie 
cellulaire observée après irradiation, la réduction de l’arrêt en G2 peut notamment entrainer 
des défauts de ségrégation des chromosomes qui conduisent à la mort cellulaire. Les défauts 
de réparation des dommages radio-induits sont également des causes majeures de 
radiosensibilité. L’absence de défaut de religation des cassures simple brin de l’ADN induites 
par les rayons observée par l’analyse par élution alcaline (Bolin et al., 2012) ainsi les tests 
comètes (Figure 3 de l’article) suggèrent que la réparation de ces dommages radio-induits se 
fait correctement dans les cellules déplétées pour Cdk5. De plus, l’absence de sensibilité à la 
néocarcinostatine suggère également que la protéine Cdk5 n’est pas essentielle à la réparation 
des cassures double brin induite de manière directe (Bolin et al., 2012). Nous avons 
également mesuré le nombre de cassures résiduelles 24 heures après un traitement de 2 Gy 
par la quantification des foyers H2AX et 53BP1. Les résultats obtenus dans les lignées Cdk5 
KD sont similaires à ceux des lignées Contrôles (données non présentées). 
Néanmoins, la sensibilité des cellules déplétées pour Cdk5 à l’inhibition de la DNA-PK 
suggère que la réparation de cassures double brin par NHEJ joue un rôle prépondérant dans 
les lignées Cdk5 KD. Les résultats de Patel et al. (Patel et al., 2011) qui avaient revisité le 
modèle de létalité synthétique, ont montré que la sensibilité des cellules déficientes pour 
BRCA1 aux inhibiteurs de PARPs n’était pas due au rôle de la protéine PARP-1 dans la 
réparation de certains dommages simple brin, mais à une augmentation de la réparation par la 
voie du NHEJ. En effet, la réparation des cassures double brin par NHEJ est extrêmement 
« error-prone » et de fait génère un niveau élevé de réarrangements chromosomiques qui 
induisent la mort cellulaire (Helleday, 2011). Etant donné que les lignées Cdk5 KD présentent 
également une sensibilité augmentée aux inhibiteurs de PARP, nous pouvons faire 
l’hypothèse que les CDBs formées en réponse aux radiations et plus particulièrement au 
niveau des fourches de réplication, pourraient être réparées par le NHEJ en absence de Cdk5. 
(voir Figure 36). Afin de tester cette hypothèse il faudrait faire des analyses cytogénétiques 
pour mesurer les aberrations chromosomiques telles que les cassures chromosomiques, les 
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structures radiales... Une analyse des micronoyaux serait également intéressante et enfin, il est 
possible de faire une mesure directe de l’efficacité du NHEJ par transfection de plasmides 
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Figure 36: Modèle  proposant les effets de la déplétion de Cdk5 sur la survie cellulaire 
(modifiée à partir de (Patel et al., 2011)) 
Dans ce modèle Patel et al. (Patel et al., 2011) démontrent que l’inhibition de la PARP, 
augmente la réparation par NHEJ et par conséquent l’instabilité génomique létale. Nous 
avons montré que l’absence de Cdk5 sensibilisait aux inhibiteurs de DNA-PK, ainsi qu’aux 
inhibiteurs de PARP, par conséquent, il est possible que Cdk5 agisse soit en synergie avec la 
PARP permettant l’inhibition du NHEJ, soit par un autre mécanisme qui reste à définir 
régulant la balance HR/NHEJ. Enfin le rôle de la protéine Cdk5 dans l’activation du point de 
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Cette dernière décennie a été marquée par la mise en évidence de nombreux rôles de la 
protéine Cdk5 en dehors des neurones, avec notamment les travaux de Turner et al. en 2008 
(Turner et al., 2008) et Gagné et al. en 2009 (Gagne et al., 2009) qui ont montré un rôle de la 
protéine Cdk5 en réponse aux dommages et établi un lien entre la protéine PARP-1 et Cdk5. 
Depuis, plusieurs autres études ont été réalisées afin de mieux caractériser ce rôle. Les travaux 
de notre équipe ont pu montrer que la protéine Cdk5 est nécessaire à la persistance de PARP-
1 aux sites de dommages induits par micro-irradiation laser. Ce résultat et l’observation qu’en 
réponse à l’induction de dommages, le niveau de synthèse de PAR dans les cellules déléptées 
pour Cdk5 est supérieur au niveau observé dans les cellules Contrôles suggèrent que Cdk5 
régule négativement l’activité de PARP-1 (Bolin et al., 2012). Courapied et al. ont montré que 
la protéine Cdk5 intervient dans la régulation négative du facteur de transcription STAT3 par 
la phosphorylation d’un site qui réduit son activité en réponse à une inhibition de la 
topoisomérase I, et qui réduit l’expression des gènes Cycline D et c-myc impliqués dans la 
progression en G2/M (Courapied et al., 2010). Lee et al. ont également localisé la kinase 
Cdk5 au niveau des centrosomes des cellules HeLa au cours de la mitose et suggéré que Cdk5 
serait impliquée dans la cytokinèse et que son absence serait associée à une augmentation de 
l’aneuploïdie (Lee et al., 2010). Dans l’ensemble, ces études laissent penser qu’en réponse à 
l’induction de dommages de l’ADN, la kinase Cdk5 pourrait jouer un rôle dans la réparation, 
la régulation de la progression du cycle cellulaire et le maintien de la stabilité du génome. 
Lors des études réalisées au cours de ma thèse, je me suis intéressée à l’implication de la 
protéine Cdk5 dans la réponse cellulaire aux dommages induits par une irradiation gamma 
mais aussi par des drogues tel que le HU et l’aphidicoline induisant de manière plus 
spécifique un stress réplicatif. J’ai montré que la protéine Cdk5 est requise en absence de 
dommages pour la survie cellulaire et la progression des fourches de réplication. De plus, 
Cdk5 est nécessaire pour la survie des cellules, et l’activation du point de contrôles intra-S en 
réponse en réponse aux stress génotoxiques induits par les rayons ou par un stress réplicatif 
induit par le HU. Dans le cas des traitements au HU, il a été montré que  l’activation du point 
de contrôle intra-S se fait suite au découplage du complexe ADN hélicase/polymérase (Carr 
and Lambert, 2013; Lambert and Carr, 2013a; Magdalou et al., 2014). Ce découplage  
entraine la formation d’ADN simple brin et active le point de contrôle particulièrement via la 
protéine ATR. L’observation d’un niveau d’ADN simple brin diminuée dans les lignées HeLa 
Cdk5 KD en comparaison avec les lignées HeLa Contrôles, nous laisse spéculer que la 
protéine Cdk5 serait impliquée dans l’amplification de la signalisation intra-S, soit par un rôle 




helicase/polymérase suite à un dommage réplicatif (Byun et al., 2005). De ce fait, l’absence 
de Cdk5 retarde et réduit l’activation ATR dépendante et la phosphorylation des protéines du 
point de contrôle intra-S notamment SMC1, Chk1 et RPA. 
Nos travaux ont également montré que la protéine RPA était un substrat de Cdk5 in-vitro, et 
possiblement in-vivo. Nous proposons que la phosphorylation de RPA par Cdk5 pourrait être 
l’un des médiateurs de la réponse cellulaire induite par un stress réplicatif. 
Enfin, de nombreux agents anti-cancéreux ciblent les cellules en prolifération en interférant 
avec la réplication de l’ADN. Etant donné que Cdk5 semble requis pour ce processus, nous 
nous nous sommes intéressés au lien potentiel entre l’expression de Cdk5 et la réponse au 
traitement. Nous avons déterminé le profil d’expression de Cdk5 dans un panel de tumeurs du 
sein et montré que dans notre cohorte, ce profil est associé à un meilleur pronostic en termes 
de survie sans métastases des patientes. 
1. Cdk5 : une protéine nécessaire à la croissance et à la survie 
cellulaire 
En absence de dommages, l’inactivation de la protéine Cdk5 est embryonnaire létale chez la 
souris. Cette mortalité a été associée à son rôle dans le développement neuronal, les souris 
Cdk5
-/-
 présentent un positionnement anormal des neurones dans le cortex cérébral (Ohshima 
and Mikoshiba, 2002; Ohshima et al., 1996). Des travaux réalisés sur des neurones de souris 
ont montré que la kinase Cdk5 a la capacité de promouvoir la survie cellulaire par l’activation 
de la voie PI3K/Akt. Cette activation passe par la phosphorylation des récepteurs 
membranaires ErbB2 et ErbB3. La voie anti-apoptotique PI3K/Akt cible des substrats tels que 
la caspase 9 et Bad et les inhibent afin de promouvoir la survie cellulaire  (Li et al., 2003). 
Nos travaux montrent qu’en dehors des neurones également la déplétion de Cdk5 affecte la 
survie cellulaire, cela a été observé dans différents modèles tumoraux : des cellules HeLa 
déplétées pour Cdk5 par transfection stable d’un shRNA (Cdk5 KD), des populations de 
cellules U2OS transfectées avec ces mêmes shRNA et diverses lignées de cancer du sein 
transfectées avec un siRNA dirigé contre Cdk5 (résultats en annexe I). De plus, la croissance 
des lignées HeLa Cdk5 KD est fortement diminuée en comparaison avec des lignées HeLa 
Contrôles, avec un temps de doublement de 33 heures dans les lignées Cdk5 KD et de 22 
heures dans les lignées HeLa Contrôles. Ce ralentissement de la croissance a également été 
observé avec les lignées de cancer du sein. 
Nos résultats sont en cohérence avec les travaux de Feldman et al. qui ont montré que 
l’inhibition de Cdk5 par l’utilisation d’un mutant dominant négatif exprimé dans les cellules 
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réduit fortement la croissance et la migration tumorale dans des lignées établies à partir de 
tumeurs du pancréas (Feldmann et al., 2010). Cette équipe suggère que la protéine Cdk5 serait 
requise pour la stimulation des GTPases de la voie Ras (Rat Sarcoma), ces protéines étant 
nécessaires pour la prolifération cellulaire et souvent dérégulées dans les processus de 
tumorigenèse (van Hattum and Waldmann, 2014). Les récents travaux de Xu et al. ont 
également montré qu’une déplétion de Cdk5 entraîne dans deux lignées épithéliales issues de 
cancer du sein (MCF-10A et MDA-MB) une diminution dramatique de la prolifération (Xu et 
al., 2014), ainsi qu’une réduction de la survie clonogénique. Dans ces travaux, Xu et al. ont 
identifié un nouveau complexe composé de la kinase Cdk5 et de deux autres protéines 
KIAA0528 et FIBP qui serait nécessaire à la croissance cellulaire, en revanche le mécanisme 
par lequel ce complexe agit reste encore à définir. Il est donc possible que dans nos lignées 
cellulaires, Cdk5 soit impliquée dans la croissance cellulaire par l’une des deux voies 
précédemment proposées (Feldmann et al., 2010; Xu et al., 2014). Mais un nouveau 
paramètre doit également être considéré : nos travaux ont mis en évidence l’implication de 
Cdk5 dans la progression normale en phase S (voir paragraphe suivant), par la régulation 
positive de la réplication, et cette observation peut également expliquer la réduction de 
croissance cellulaire observée dans les lignées Cdk5 KD. 
2. Cdk5 favorise la progression des fourches de réplication 
 
Dans notre modèle cellulaire HeLa, nous avons pu montrer par l’utilisation de la technique de 
peignage moléculaire, que les lignées déplétées pour Cdk5 présentaient un ralentissement de 
la progression des fourches de réplication, avec une réduction de la vitesse de 18% dans les 
cellules Cdk5 KD par rapport aux cellules Contrôles. Ce ralentissement n’est pas compensé 
par l’initiation de nouvelles origines de réplication puisque la mesure de la densité des 
fourches, évaluée par le nombre de fourches activées par mégabase d’ADN, est également 
réduite dans les lignées Cdk5 KD en comparaison avec les lignées Contrôles. Ces résultats 
suggèrent pour la première fois un rôle de la protéine Cdk5 dans l’activation des fourches de 
réplication, mesurée par le nombre de fourches actives en absence de dommages. Cette 
nouvelle observation pourrait fournir une explication à l’implication de Cdk5 qui a été décrite 
dans la croissance cellulaire. En revanche, il reste encore à identifier le rôle précis de la 
protéine Cdk5 au cours de la réplication, ainsi que ses protéines partenaires.  
La réduction de la vitesse moyenne de la fourche de réplication peut être due à deux 




un blocage de certaines fourches qui entraine un ralentissement de la vitesse moyenne des 
fourches.  
Les récents travaux de Nagano et al. sont en faveur de la première hypothèse. En effet, ce 
groupe a identifié une interaction directe entre la protéine Cdk5 et la cycline I dans des 
cellules HeLa en prolifération (Nagano et al., 2013) et montré que le niveau de la cycline I 
oscille au cours de la progression cellulaire, augmentant de façon significative au cours de la 
phase S. Ils ont également observé un ralentissement de la progression cellulaire après 
inhibition de la Cycline I, et de façon intéressante une interaction entre la Cycline I et la 
kinase Cdk5 in vivo. La cycline I a longtemps été considérée comme n’ayant pas de rôle dans 
la progression de la phase S (Nakamura et al., 1995), mais ces récentes observations, 
associées au fait que d’autres travaux avaient également démontré une interaction entre la 
Cycline I et Cdk5 dans d’autres modèles cellulaires (Brinkkoetter et al., 2009; Brinkkoetter et 
al., 2010; Taniguchi et al., 2012), nous laissent spéculer une éventuelle implication de ce 
complexe dans le déroulement de la réplication. De plus une autre étude avait identifié une 
interaction entre la kinase Cdk5 et la protéine PCNA (Loor et al., 1997). La protéine PCNA 
est nécessaire à la fourche de réplication, et une interaction avec Cdk2 avait déjà été 
démontrée au cours de la phase S (Koundrioukoff et al., 2000), suggérant une fois de plus, 
que la kinase Cdk5 pourrait également être impliquée au niveau du réplisome. En effet, 
d’autres Cdks sont connues pour être nécessaires à l’initiation des évènements réplicatifs, 
notamment Cdk2, qui partage plus de 65% d’homologie avec Cdk5 ; l’augmentation de 
l’activité kinase de Cdk2 est requise pour l’activation du complexe Pré-RC (Depamphilis et 
al., 2012), et l’absence de Cdk2 ralentit la fourche de réplication (Shechter et al., 2004a). 
Toutefois, de façon très intrigante, d’autres études montrent que dans des souris, la kinase 
Cdk2 ne serait pas indispensable pour la prolifération en phase S, et que toutes les Cdks du 
cycle, mutées individuellement, peuvent être remplacées par Cdk1. Cette observation met en 
évidence la possibilité d’un effet compensatoire entre les Cdks, qui en plus de leurs rôle 
spécifique partageraient certaines cibles communes (Enders, 2012; Pacek et al., 2004). La 
réduction globale de la vitesse de réplication peut également être la conséquence d’un 
appauvrissement en pool de dNTPs (Anglana et al., 2003; Malinsky et al., 2001). En effet, 
l’enrichissement du milieu de culture par des dNTP augmente la vitesse de réplication et 
réduit le nombre de fourches initiées alors qu’un appauvrissement du pool réduit la vitesse des 
fourches. Dans ce dernier cas, les cellules augmentent le nombre d’origines initiées afin de 
finaliser la phase de synthèse (Tuduri et al., 2010). Dans le cas des lignées HeLa Cdk5 KD, la 
vitesse de réplication est réduite, et cet évènement n’est pas compensé par une augmentation 
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des évènements d’initiation étant donné que la densité des fourches est également inférieure à 
celle observée dans les lignées Contrôles. Nous avons initié  dans nos lignées HeLa Contrôles 
et Cdk5 KD la mesure du pool de nucléotide en collaboration avec l’équipe du Dr Jérôme 
Guitton du laboratoire du Centre hospitalier Lyon-Sud. Les premiers résultats préliminaires 
(Annexe II), ne montrent pas de différence significative du pool de dNTP en l’absence de 
Cdk5 en absence de stress exogène, écartant ainsi la possibilité que Cdk5 soit impliquée dans 
la régulation ou la synthèse de nucléotides. Afin de confirmer ce résultat, d’autres expériences 
sont en cours de réalisation. 
La deuxième hypothèse que nous abordons suggère que le blocage de certaines fourches 
pourrait générer un ralentissement de la vitesse moyenne des fourches.  En absence de stress 
exogène, nous avons observé dans la lignée Cdk5 KD un nombre de foyers RPA S4S8 (article 
en révision) et 53BP1 plus élevé particulièrement en phase S (Annexe III), suggérant que la 
déplétion en Cdk5 génère un stress réplicatif endogène. Ce stress pourrait être lié à la fonction 
de Cdk5 dans la réplication, en effet le ralentissement de la fourche de réplication peut 
générer des collisions avec d’autres machineries, particulièrement au niveau des régions dites 
difficiles à répliquer du fait d’un appauvrissement en origines dormantes (Magdalou et al., 
2014). Ce ralentissement peut de ce fait générer un stress endogène et des lésions à l’ADN. 
Cependant, ce stress endogène détecté par immunofluorescence (accumulation de foyers) n’a 
pu être corrélé avec une augmentation significative de l’activation des voies de signalisation 
dans les lignées HeLa (par la mesure de la phosphorylation de la protéine Chk1 en absence de 
dommages par westerns blot). Par conséquent, la deuxième hypothèse selon laquelle le 
ralentissement de la progression des fourches en absence de Cdk5 pourrait être dû à un plus 
grand nombre de fourches bloquées a été exclue, puisque j’ai pu évaluer par peignage 
moléculaire que le taux de fourches asymétriques (indicatif des blocages de fourches) n’est 
pas plus élevé en absence de Cdk5 (Techer et al., 2013). En effet, nos résultats montrent 
qu’après un traitement de deux heures au HU (2mM), le ratio (IdU/CldU) dans les lignées 
HeLa Cdk5 KD, n’est pas significativement différent de celui obtenu dans les lignées 








3. L’absence de Cdk5 affecte le point de contrôle en phase S 
 
Nos travaux ont permis de confirmer les observations de Turner et al. qui avaient 
montré pour la première fois que la protéine Cdk5 était impliquée dans l’activation du point 
de contrôle en phase S post irradiation, et nous avons montré un défaut de ce point de contrôle 
en réponse au stress réplicatif, induit par traitement HU. Plusieurs mécanismes moléculaires 
sont possibles pour expliquer ce défaut. 
Lorsque les cellules sont traitées au HU, les lignées HeLa Contrôles réduisent 
significativement leur vitesse de réplication en réponse à deux heures de traitement HU à 
2mM, en revanche les lignées Cdk5 KD dont la progression de la fourche était déjà ralentie en 
absence de dommage ne ralentissent pas plus leur vitesse de réplication en présence de stress 
réplicatif, mais au contraire augmentent le nombre de fourches initiées en comparaison avec 
les lignées Contrôles. Ces résultats suggèrent que la protéine Cdk5 agit activement sur le 
point de contrôle intra-S.  
Dans la levure mais aussi chez l’Homme, lorsque les kinases ATR, ou Chk1 sont inhibées, 
l’arrêt en phase S ne se fait pas correctement. En effet, l’activation d’ATR mais aussi de Chk1 
sont nécessaires durant chaque phase S pour réguler l’activité des origines de réplication, 
favoriser la réparation de l’ADN et prévenir un passage précoce en mitose (Josse et al., 2014; 
Syljuasen et al., 2005). En absence de l’une de ces deux kinases, la cellule ne bloque plus les 
origines tardives en réponse au stress réplicatif (Poli et al., 2012; Santocanale and Diffley, 
1998; Yekezare et al., 2013). Il a par exemple été montré qu’un traitement à la CPT entraine 
une diminution de la vitesse des fourches de réplication ainsi qu’une inhibition de l’activation 
de nouvelles origines au sein de la même zone de réplication. Il a été montré que cette 
régulation était perdue lorsque l’on inhibe pharmacologiquement Chk1 ou lorsqu’on diminue 
son expression par interférence à l’ARN (Unsal-Kacmaz et al., 2007). De plus, le même 
défaut de régulation a été observé après traitement UV et extinction des protéines Tipin et 
Timeless, deux coactivateurs de Chk1. Ceci amène à la définition du concept de point de 
contrôle de l’élongation  (Conti et al., 2007). 
 L’observation d’une densité de fourches augmentée en absence de Cdk5 suggère que cette 
kinase serait impliquée dans la répression des origines tardives en présence de HU. Cette 
hypothèse est appuyée par nos analyses de l’activation par phosphorylation des protéines 
impliquées dans cet arrêt du cycle : Chk1 sur la Ser 317, représentative de l’activation du 
point de contrôle de la phase S (Niida et al., 2007), la phosphorylation de la protéine RPA sur 
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les S29, S33, S4 et S8(Anantha et al., 2007) et SMC1 sur la S966 (Schwab et al., 2010; 
Tomimatsu et al., 2009), après un traitement au HU de 1h, 6h et 12h à 2mM. En effet, ces 
évènements ne commencent à apparaitre dans les lignées HeLa Cdk5 KD qu’après six heures 
de traitement HU alors que dans les lignées Contrôles ils sont visibles dès 1h de traitement 
HU, indiquant un retard d’activation du point de contrôle en absence de Cdk5. 
Un élément pouvant expliquer le défaut de point de contrôle en phase S serait la 
phosphorylation de RPA. En effet, nos résultats in vitro montrent que la kinase Cdk5 
phosphoryle RPA sur trois sites différents : S23, S29 et S33. Les 2 premiers sites sont 
communs avec Cdk1 et Cdk2 (Dutta and Stillman, 1992; Fang and Newport, 1993; Niu et al., 
1997; Treuner et al., 1999), mais semblent être phosphorylés de manière plus importante 
invitro par Cdk5 (voir figure S3 de l’article) et la sérine 33 a été décrite comme étant 
phosphorylée par ATR (Binz et al., 2004). Les analyses par westerns-blots montrent 
également une réduction de la phosphorylation des sites S29 et S33 en réponse au HU, 
indiquant que Cdk5 pourrait effectivement phosphoryler ces sites in vivo. (1. la sérine 23 n’a 
pas pu être analysée faute d’un anticorps spécifique de la forme phosphorylée). Ces 
phosphorylations étant importantes pour l’activation d’ATR et pour la fonction de RPA dans 
la répression des origines tardives (Carty et al., 1994; Oakley and Patrick, 2010; Patrick et al., 
2005), la diminution observée dans les cellules Cdk5 KD pourrait expliquer une partie du 
phénotype de ces cellules en réponse au HU. Pour confirmer ces données in vivo, nous avons 
tenté de purifier les complexe RPA/Cdk5 dans les cellules HeLa mais sans succès. La mesure 
de la phosphorylation de la protéine RPA dans les cellules à l’aide de phosphore radioactif 
n’est pas envisageable étant donné le biais possible lié à la capacité de Cdk1 et Cdk2 à 
phosphoryler RPA. Une autre approche serait de transfecter un plasmide RPA muté sur les 
sites S23, S29 et S33 dans les lignées Cdk5-KD, ces sites seraient remplacés par l’aspartate 
afin de mimer l’état phosphorylé de la protéine au niveau des sérines (Anantha et al., 2007), et 
d’analyser le phénotype en réponse au HU. En conclusion, notre modèle de travail est que la 
protéine Cdk5 agit sur le point de contrôle intra-S par la phosphorylation de la protéine RPA 
qui active la cascade de signalisation ATR-Chk1 (voir schéma Figure 25). 
Une autre hypothèse à envisager serait que les lignées Cdk5 KD répondent au stress réplicatif 
par l’hyperactivation de la ribonucléotide réductase et de ce fait initient plus de fourches en 
présence de HU ce qui leurs permettrait d’échapper au point de contrôle en phase S. Dans la 
levure S.cerevisiae, Poli et al. ont montré qu’un traitement au HU réduit la vitesse de 
réplication et les évènements d’initiation des cellules sauvages alors que les mutants ATR et 




situation de stress (Poli et al., 2012). L’observation d’une déficience du point de contrôle 
intra-S et d’une réduction de la phosphorylation de la protéine RPA dans les lignées Cdk5 KD 
traitées à l’aphidicoline, qui est une drogue induisant un stress réplicatif par son action sur 
l’ADN polymérase et non sur l’équilibre du pool de dNTP (Hustedt et al., 2013) ne sont pas 
en faveur d’un rôle de la kinase Cdk5 dans la régulation du pool de dNTP. Pour confirmer 
cette hypothèse, nous avons commencé à analyser les profils de pool de nucléotides dans les 
lignées HeLa Contrôles et Cdk5 KD suite à un traitement au HU, les premiers résultats 
obtenus ne montrent pas de différence (voir annexe III).  
Cependant, d’autres éléments du phénotype des cellules Cdk5 KD suggèrent que le défaut de 
point de contrôle pourrait s’expliquer par un autre rôle de Cdk5, en amont de RPA, il s’agit de 
la réduction du nombre de foyers RPA, après un traitement au HU de 24 heures dans les 
lignées Cdk5 KD en comparaison avec les lignées Contrôles. En effet, ceci suggère une 
formation d’ADN simple brin (ssDNA) moins importante en absence de Cdk5, ce qui 
conduirait à une activation moindre de la signalisation ATR dépendante. Cet effet pourrait 
être dû à un rôle de la protéine Cdk5 dans l’étape de résection, ou dans la stimulation de la 
formation de ssDNA en réponse au HU par une action sur le complexe hélicase/polymérase 
qui reste encore à caractériser. Les mécanismes qui permettent l’accumulation de ssDNA ne 
sont pas tous clairement identifiés (Zeman and Cimprich, 2014). Il a été montré que 
l’augmentation du niveau de ssDNA en réponse aux stress génotoxiques induits par les UV, le 
HU et le MMS dans les cellules de xénope, de levures et de mammifères (Michael et al., 
2000; Sogo et al., 2002; Walter and Newport, 2000; Zou and Elledge, 2003), est due au 
découplage Hélicase/Polymérase (Byun et al., 2005; Zou and Elledge, 2003). Le ssDNA 
formé au niveau de la fourche de réplication est rapidement reconnu par la protéine RPA, ce 
qui active le point de contrôle intra-S en permettant le recrutement d’ATR aux sites de 
dommages et la phosphorylation de Chk1 (Zou and Elledge, 2003). Chez la levure, il a été 
montré qu’en réponse au stress réplicatif la mutation de la sous unité S3 de RPA qui permet la 
liaison avec l’ADN simple brin inhibe le ralentissement de la vitesse de réplication et que le 
mutant présente un point de contrôle intra-S déficient (Longhese et al., 1996). Les travaux 
récents de Martinez et al ., sur les polyamides qui sont de petites molécules interagissant 
fortement avec l’ADN montrent que cette drogue induit un stress réplicatif qui se traduit par 
la formation de foyers PCNA, la phosphorylation de la protéine MCM, l’ubiquitination de la 
protéine FANCD2 et une accumulation des cellules en phase S. De façon très étonnante cette 
drogue n’induit pas pour autant une accumulation de ssDNA, ni la cascade ATR-Chk1, et ne 
génère pas de lésions double brin, contrairement aux traitements au HU et à l’aphidicoline. 
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Les auteurs présentent un modèle selon lequel un stress réplicatif modéré activerait ATR de 
manière non canonique, et que le passage d’un niveau de stress modéré à un niveau de stress 
persistant génèrerait une accumulation de ssDNA et activerait la cascade ATR-Chk1, les 
éléments favorisant cette balance restant encore à identifier (Martinez et al., 2015).Sur la base 
de nos observations, nous proposons que Cdk5, par un mécanisme qui reste encore à définir, 
stimulerait l’accumulation d’ADN simple brin qui représente le premier signal de l’activation 





4. Cdk5 est nécessaire pour la survie aux agents génotoxiques : lien 
avec la réparation ? 
 
Nos résultats de survie cellulaire après exposition aux rayons, au HU, au 5-FU ou à la 6-TG 
rejoignent ceux préalablement obtenus après un traitement à la CPT et au cisplatine (Tian et 
al., 2009; Turner et al., 2008), montrant que Cdk5 est requise pour la survie cellulaire à de 
nombreux agents génotoxiques, particulièrement en phase S. L’interprétation de ce phénotype 
est complexe car les causes de la mort cellulaire entrainant  une diminution de la survie 
clonogénique peuvent être variées. Cette létalité peut être due notamment à: 1) une déficience 
des points de contrôle du cycle qui entrainent un passage trop rapide des cellules en mitose et 
de ce fait une instabilité génomique, 2) une déficience des mécanismes de réparation des 
cassures double brins (Huhn et al., 2013), 3) des anomalies de ségrégation des 
chromosomesou (4 une réparation de cassures double brins infidèle (NHEJ dépendante), 
générant des réarrangements chromosomiques inappropriés (Calderon-Montano et al., 2014; 
Patel et al., 2011 ; Tubiana, 2008). 
Il est de ce fait difficile de déterminer l’implication d’une protéine dans un de ces mécanismes 
par la seule utilisation de survies clonogénique. En revanche ces expériences peuvent faciliter 
notre compréhension de l’impact de la déplétion d’une protéine sur la viabilité cellulaire et  la 
réponse globale aux dommages, mais aussi sur l’impact d’un traitement chimio thérapeutique 
(Calderon-Montano et al., 2014). Dans la littérature, il est connu que l’inhibition des trois 
kinases essentielles à la réponse aux dommages et à l’initiation des cascades de signalisation, 
ATR, ATM et DNA-PK mais aussi de plusieurs de leurs partenaires et effecteurs Chk1, Chk2, 
ku80, RPA et Claspin peut sensibiliser les cellules aux rayonnements ionisants mais aussi aux 
drogues de la réplication et aux inducteurs de stress oxydant. Cette sensibilité est due à leurs 
diverses fonctions dans les points de contrôles et dans la signalisation et réparation des 
dommages. Dans notre étude, nous avons montré que l’inhibition de Cdk5 sensibilise d’une 
part aux agents inducteurs de stress réplicatif mais aussi aux radiations ionisantes, ces deux 
stress bien que partageant les même cascades de signalisation, requièrent ATM et ATR de 
manière temporellement différente. En effet, lorsqu’un traitement HU est induit dans la 
cellule, l’accumulation d’ADN simple brin active particulièrement la voie RPA-ATR-Chk1, 
qui active le point de contrôle intra-S et initie la réparation des cassures double brin induites 
en réponse au stress réplicatif, cette réponse dépend en partie du recrutement de la protéine 
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RPA sur le ssDNA (Shechter et al., 2004b). Dans le cas des rayonnements ionisants, les 
lésions induites sont différentes, et la voie ATM-Chk2 est favorisée dans une population non 
synchronisée (Cuadrado et al., 2006). Certaines modification des protéines requises pour la 
réponse au HU peuvent s’avérer ne pas être requise pour une réponse aux RI c’est le cas par 
exemple de l’hyperphosphorylation de la protéine RPA. En effet, il a été montré que les 
lignées MCF inhibés pour RPA étaient hypersensibles au HU alors qu’elle ne présentaient pas 
de sensibilité aux RI, cette différence serait due au fait que l’hyper phosphorylation de la 
protéine RPA sur les sérines S4S8 n’est pas requise pour la formation des foyers Rad51en 
réponse aux RI, alors qu’elle semble nécessaire en réponse au HU (Shi et al., 2010)  
Dans le cas de la protéine Cdk5, nous avons montré un retard et une réduction de la 
phosphorylation de RPA, et de la protéine SMC1 tout au long du traitement HU.Cette 
observation pourrait en partie expliquer la sensibilité des cellules au HU. En revanche, nous 
n’avons pas observé de réduction de la phosphorylation des cibles d’ATR après irradiation et 
ce, même en phase S, une des explications possibles serait que les doses d’irradiations 
utilisées lors de nos expériences n’étaient pas suffisantes pour l’activation d’ATR. Il a été 
montré que des doses de l’ordre de 10 à 20 Gy sont nécessaires afin d’induire la 
phosphorylation de la protéine RPA. L’autre explication possible serait qu’en absence de 
Cdk5 la cascade ATR n’est pas activée en réponse à la cascade ATM. En effet, le modèle 
d’activation de la protéine ATR le plus connu, repose sur les travaux de Myers et al., et 
Adams et al., qui ont montré qu’en réponse aux RI, l’activation de la kinase ATM permettait 
l’initiation de la résection par les protéines du complexe MRN, cette résection étant nécessaire 
à la formation d’ADN simple brin, qui est essentielle pour le recrutement de la protéine RPA 
et l’activation d’ATR(Adams et al., 2006; Myers and Cortez, 2006; Shiotani and Zou, 2009). 
ATR activé, est ensuite requise pour l’activation du point de contrôle G2/M après RI (Huhn et 
al., 2013; Liu et al., 2000), ce point de contrôle est altéré dans les cellules Cdk5 KD après un 
traitement au HU, à l’aphidicoline et après irradiation. Il serait de ce fait tentant de spéculer 
que la kinase Cdk5 serait requise pour l’étape de résection nécessaire au recrutement de la 
protéine RPA et à l’activation de la kinase ATR. Cette hypothèse est complètement cohérente 
avec nos observations précédentes d’un niveau de foyers RPA réduit dans les lignées Cdk5 
KD après un traitement de 24 heures au HU (Figure 4 de l’article). Si cette possibilité est 
envisageable, une question reste posée : comment les cellules atteignent un niveau de 
phosphorylation de la protéine Chk1 comparable dans les lignées HeLa Cdk5 KD et les 
lignées Contrôles que ce soit en réponse aux rayonnements ionisants 30 min post irradiation 




bien que les cellules échappent au point de contrôle G2/M ? En effet, même si la 
phosphorylation de Chk1 est retardée aux temps court de traitement au HU, contrairement a 
RPA et SMC1, phospho-Chk1-317 atteint un niveau de phosphorylation similaire à celui des 
lignées Contrôles après 24heures de traitement. Il est tentant de penser qu’en réponse au RI la 
kinase ATM compenserait cette déficience d’activation d’ATR dans les lignées Cdk5 KD et 
qu’elle pourrait à phosphoryler Chk1, suite aux dommages induit par RI, ou suite au HU 
(mais à des temps tardifs ayant permis d’activer ATM (Chanoux et al., 2009)). 
La sensibilité des lignées HeLa en réponse à la 6-TG est une autre observation intéressante, la 
6-TG est un agent mutateur générant principalement des cassures simple brin réparées par 
MMR (Mismatch Repair). Mais certains travaux ont suggéré que la 6-TG génère des 
intermédiaires de réparation pris en charge par la recombinaison homologue, et que les 
cellules inhibées pour les protéines Rad51, ou BRCA1 sont hypersensibles au traitement à la 
6-TG(Issaeva et al., 2010; Rajesh et al., 2011). Ces travaux rapportent que l’inhibition de 
Rad51 a pour conséquence une réduction des échanges entre  chromatides sœurs qui est due à 
une mauvaise prise en charge de ces intermédiaires (Rajesh et al., 2011). Dans le cas des 
cellules HeLa Cdk5 KD, nous avons d’une part observé une sensibilité à la 6-TG mais aussi 
aux inhibiteurs de DNA-PK en absence de stress et en réponse aux HU et aux RI, d’autre part 
une réduction du niveau de foyers RPA, RPAS4S8, Rad51 et des échanges de chromatides 
(SCE) tous marqueurs de recombinaison homologue après HU. Cette hyperphosphorylation 
de la protéine RPA sur S4S8 qui fait suite à la phosphorylation des autres sérines et a été 
décrite comme dépendante de DNA-PK est nécessaire pour initier la réparation des  cassures 
double brin à la fourche (Shi et al., 2010; Sleeth et al., 2007; Wu et al., 2005). La réparation 
de ces cassures est initiée par une première étape de résection qui permet la recombinaison 
homologue (Cruz-Garcia et al., 2014; Huertas, 2010). Ces résultats suggèrent un nombre 
d’évènements de recombinaison fortement réduit en absence de Cdk5. Et notre hypothèse là 
aussi, nous amène à la résection. En effet cette étape primordiale à la réparation par 
recombinaison homologue pourrait être déficiente dans les lignées HeLa Cdk5 KD (voir 
Figure 36). 
De ce fait, nous spéculons que l’hypersensibilité à l’inhibiteur de DNA-PK est probablement 
due à1) l’effet synergique de la phosphorylation de la protéine RPA par Cdk5 et DNA-PK, 2)- 
une hyperactivation du NHEJ, qui peut expliquer la sensibilité des cellules aux inhibiteurs de 
PARP  selon le modèle de Patel, et la résistance à la NCS qui induit des cassures double brin 
franches pouvant être prises en charge par le NHEJ. Nous avons également observé une 
phosphorylation de H2AX ainsi qu’une induction et une disparation des dommages détectés 
Discussion 
   
145 
 
par la technique des comètes similaires dans les lignées Contrôles et les lignées Cdk5 KD. 
L’observation d’une radiosensibilité exacerbée en phase S et l’ensemble des résultats obtenus 
après traitement au HU laissent penser que l’effet observé sur la survie après irradiation 
provient des cellules se trouvant dans la phase S du cycle au moment de l’irradiation. Les 
dommages induits au niveau de la fourche requerraient la présence de Cdk5, contrairement 
aux dommages induits d’emblée par les rayons dans les autres phases du cycle. 
Si cette hypothèse se confirme, Cdk5 ne serait pas la première kinase à jouer un rôle dans la 
résection, puisqu’il est aujourd’hui connu que les kinases Cdk1 et Cdk2 sont toutes les deux 
impliquées dans ce mécanisme (Falck et al., 2012; Peterson et al., 2011; Tomimatsu et al., 




Le stress génotoxique induit par les rayons gamma ainsi que le HU active les deux cascades 
de signalisation ATM et ATR, en absence de Cdk5, nous proposons que la phosphorylation de 
la protéine RPA ainsi que l’étape de résection serait réduites, entrainant une réduction de 
l’activation des points de contrôle et l’augmentation de la réparation par des mécanismes dit 
infidèles (NHEJ, SSA). Ceux-ci augmentent l’instabilité génomique qui est létale.   
5. Cdk5 facteur de pronostic dans le cancer du sein 
L’analyse de notre cohorte de 456 patientes ayant eu un cancer du sein (BC) a permis de 
quantifier le niveau d’expression de Cdk5 et de montrer qu’une expression plus faible de 





Cdk5 est associée à un meilleur taux de survie sans métastases (MFS). Nos travaux sont en 
cohérence avec les travaux de Liang et al. qui ont analysé le niveau d’expression de Cdk5 par 
immunohistochimie dans un panel de 108 tumeurs du sein, et ont pu conclure que 
l’expression de Cdk5 était augmentée dans les cas de mauvais pronostic, mesuré par des 
marqueur tels que le grade du cancer et le statut des récepteurs hormonaux. Un niveau 
d’expression de Cdk5 élevé serait significativement plus fréquemment présent dans les 
tumeurs du sein de grade III, mais aussi les tumeurs négatives pour les récepteurs aux 
œstrogènes, pour HER2- et les tumeurs « basal- like » (Liebl et al., 2011). 
De façon plus globale, nos résultats sont en cohérence avec un constat général indiquant que 
la surexpression de la protéine Cdk5 est souvent associée à des capacités de prolifération et 
d’invasion des cellules tumorales importantes et ce dans plusieurs types de cancers, 
notamment la prostate, le pancréas, le poumon et le sein (Eggers et al., 2011; Hsu et al., 2013; 
Liang et al., 2013; Liu et al., 2011; Xu et al., 2014). Cela pose la question de savoir si 
l’inhibition de Cdk5 dans les tumeurs pourrait apporter un bénéfice thérapeutique. Pour le 
moment aucun des inhibiteurs de Cdks présent sur le marché pharmaceutique n’est spécifique 
de la kinase Cdk5, et de ce fait ce type de thérapie ciblée ne peut pas encore être envisagée.  
En revanche, une meilleure compréhension du rôle de Cdk5 pourrait permettre de cibler 
d’autres protéines associées à la kinase au cours du développement tumoral. Les travaux de 
plusieurs groupes mettent l’accent sur l’importance du rôle de Cdk5 dans l’adhésion cellulaire 
et la prolifération, ce qui semble être une piste intéressante (Eggers et al., 2011; Hsu et al., 
2011; Hsu et al., 2013; Strock et al., 2006). 
Sur la base des résultats obtenus sur la cohorte de patientes BC et de nos résultats sur les 
différentes lignées déplétées pour Cdk5, une autre approche thérapeutique qu’il nous semble 
intéressante à envisager serait d’exploiter à la fois la létalité synthétique entre inhibition de 
Cdk5 et inhibiteurs de PARP et la sensibilité aux différents agents génotoxiques observées 
afin d’améliorer encore la réponse des tumeurs exprimant faiblement Cdk5.  
Des inhibiteurs de PARP sont actuellement en essais cliniques en association avec la 
radiothérapie ou d’autres agents chimiques. La radiothérapie avait été montrée comme 
potentialisatrice de l’effet des inhibiteurs de PARP dans le glioblastome (Dungey et al., 2008; 
Russo et al., 2009), et plusieurs chimiothérapies ont également été décrites comme pouvant 
induire une synergie avec les inhibiteurs de PARP, notamment les agents alkylants tels que le 
cisplatine (Huang et al., 2008; Palma et al., 2009), les inhibiteurs de topoisomérase tels que la 
Camptothécine (Park and Cheng, 2005), ainsi que l’antimétabolite gemcitabine qui est 
inducteur de stress réplicatif (Jacob et al., 2007). Une étude réalisée par Levacques et al. va 
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dans le sens de la validité d’une telle approche. En analysant une base de données obtenues 
par analyse par puces à ADN de 12 902 patients atteints de différentes tumeurs, ils ont montré 
que certains types de cancers étaient plutôt associés à une surexpression de Cdk5, dont les 
lymphomes, cancers du sein, de la prostate, des ovaires, du poumon… et d’autres à une sous-
expression, notamment les cancers du cerveau, de l’œsophage et les leucémies. L’analyse de 
la réponse des patients traités pour un myélome avec du bortezomib, qui est un inhibiteur du 
protéasome, montre que les patients présentant une faible expression de Cdk5 répondent 
favorablement au traitement avec un meilleur pronostic de survie (Levacque et al., 2012). 
Cette observation indique que dans ce cas les données obtenues avec des lignées cellulaires, 
qui montraient une sensibilisation au bortezomib après inhibition de Cdk5 semblent pouvoir 
être extrapolées au patient. Il est à noter que le bortezomib inhibe la transcription de plusieurs 
gènes de réparation impliqués dans la réparation par BER, NER et NHEJ (Mitsiades et al., 
2003), il est donc probable que l’association de cet inhibiteur à l’absence de Cdk5 qui joue un 
rôle dans l’activation des points de contrôle intra-S et G2/M génère une forte instabilité 
génomique et la mort cellulaire. On peut faire l’hypothèse qu’une létalité plus importante des 
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Les travaux menés au cours de ma thèse ont permis de mieux comprendre les rôles joués par 
Cdk5 dans les cellules non neuronales, d’identifier son implication dans la réplication et la 
progression normale des fourches et de préciser ses fonctions dans le point de contrôle intra-S. 
En effet, nos résultats démontrent que Cdk5 est requis pour l’activation du point de contrôle 
en phase S en situation de stress réplicatif, en réduisant la vitesse de réplication et réprimant 
les origines tardives. D’un point de vue moléculaire cette observation est due à l’importance 
de la kinase Cdk5 pour  l’activation de la cascade ATR dépendante après HU. Par conséquent 
Cdk5 est nécessaire la phosphorylation de Chk1, SMC1 et RPA aux temps courts de 
traitement HU, à l’hyperphosphorylation de la protéine RPA et SMC1 après 24 heures de HU. 
Nos travaux ont également montré que RPA était un substrat direct de la kinase Cdk5 in vitro, 
et probablement in vivo, puisque nous avons également observé une réduction de de la 
phosphorylation de RPA sur ces les serines S29 et S33. Le modèle que nous proposons 
suggère que Cdk5 serait requise au cours du processus normal de réplication et en réponse 
aux dommages, pour la phosphorylation de la protéine RPA qui est nécessaire pour la cascade 
de signalisation, et nous proposons également que Cdk5 est requise pour la formation d’ADN 
simple brin, soit par une implication dans le mécanisme de résection, soit par une action sur le 
complexe hélicase/polymérase. Enfin nous proposons que Cdk5 est un marqueur de pronostic 
dans le cas des cancers du sein. 
Il serait maintenant intéressant d’identifier les mécanismes précis par lesquels Cdk5 agit au 
cours de la réplication, et en réponse au stress réplicatif. Nos observations doivent également 
être confirmés dans un autre modèle cellulaire. 
 
En réponse à un stress réplicatif  
En réponse au stress réplicatif, il est nécessaire de faire des quantifications d’ADN simple 
brin par mesure indirect (immunofluorescence de BrdU en conditions non dénaturantes ou 
foyers RPA) après deux heures de traitement HU afin de comparer ces résultats à ceux que 
nous avions obtenus 24 heures post HU et de confirmer le rôle de la protéine Cdk5 dans la 
résection.  
Les analyses des fibres ADN préparées par peignage moléculaire devraient également nous 
permettre d’analyser l’effet de l’absence de Cdk5 sur la répression des origines tardives suite 
à un court traitement au HU. Pour cette étude nous pouvons envisager de comparer les 
distances inter-origines dans les cellules positives ou négatives pour Cdk5 après traitement au 
HU. 
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Afin de déterminer au niveau moléculaire le rôle de la phosphorylation de la protéine RPA 
par Cdk5 dans le point de contrôle en phase S, il sera important d’étudier ces 
phosphorylations par une autre technique que les westerns blots. Il serait intéressant d’utiliser 
des plasmides exprimant une forme phospho-mimétique de RPA, l’expression de cette 
protéine nous permettrait de vérifier que le phénotype observé dans les lignées Cdk5 KD est 
restauré après expression d’une forme constitutivement phosphorylée de la protéine RPA. 
J’avais au cours de ma thèse réalisé des test d’immunoprécipittaion de la protéine RPA 
endogène à partir de lysats de cellules qui expriment Cdk5 et traités ou non au HU. La 
quantité de RPA immunoprécipité n’était pas suffisante pour nous permettre une analyse par 
spectrométrie de masse des sites de phosphorylation de la protéine RPA. Il serait envisageable 
de refaire cette expérience, en surexprimant la protéine RPA afin de faciliter la purification du 
complexe. 
 
Conséquences sur la réparation  
La résection ayant un impact direct sur la recombinaison homologue, il faudrait quantifier ces 
évènements dans nos lignées HeLa. En plus de la détection des foyers RPA et Rad51 que 
nous avons déjà réalisée, il faudrait faire une détection au BrdU du ssDNA et idéalement 
utiliser la méthode plus quantitative et précise développée récemment par Zhou et al. (Zhou et 
al., 2014). Dans le but de déterminer si Cdk5 affecte la balance HR/NHEJ, nous pouvons 
poursuivre l’analyse par immunofluorescence de la formation de foyers des protéines 
impliquées dans le NHEJ (foyers XRCC4 et DNA-PK) et des protéines impliquées dans le 
HR (Rad51, BRCA1) en réponse aux RI et au HU dans les différentes lignées. 
L’utilisation des tests plasmidiques qui mesurent le HR et le NHEJ, développés par l’équipe 
de Bernard Lopez (Guirouilh-Barbat et al., 2004) serait également envisageable. 
 
Identification des partenaires de Cdk5 au cours de la réplication  
Nous avons montré un ralentissement des fourches de réplication au cours de la progression 
normale en phase S des lignées Cdk5 KD. Afin d’identifier les partenaires de cette kinase, il 
serait envisageable d’utiliser la technique « Ipond » développée par l’équipe de Cortez qui 
consiste en une immunoprécipitation couplée à de la spectrométrie de masse qui permet 
d’identifier les protéines actives au cours de la réplication mais aussi après induction de stress 
(Sirbu et al., 2011). Cette technique nous permettrait de chercher les protéines interagissant 
avec Cdk5, avant et après traitement HU. Cette technique est d’autant plus intéressante que 
les travaux du laboratoire ont également montré un rôle de Cdk5 dans la régulation de 
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l’activité de PARP-1 (Bolin et al., 2012), l’immunoprécipitation des différentes protéines 
permettrait également de mesurer leur niveau de Parylation. 
Cdk5, une future kinase cible de la thérapie  
L’analyse de l’expression de Cdk5 dans une cohorte de patientes atteintes de cancer du sein 
nous a permis de montrer que l’absence de Cdk5 pourrait être un bon marqueur de pronostic. 
Il faudrait confirmer ces données à l’aide d’une étude prospective. En perspective il serait très 
intéressant de développer un modèle murin dans lequel nous pourrions greffer des tumeurs 
avec des niveaux d’expression de Cdk5 variables afin de tester  différentes associations de 
traitements (Radiation/ Inhibiteurs de PARP /drogues du stress réplicatif) et d’en analyser la 
réponse. Enfin le développement d’inhibiteurs devra être envisagé pour le traitement des 
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Lignées cellulaires  
Les clones HeLa Contrôles et HeLa Cdk5 KD ont été élaborés en collaboration avec le 
Dr.Denis Biard. Brièvement, la technique consiste en la transfection  d’une lignée HeLa de 
manière stable avec un vecteur pEBV (Epstein Barr Virus), contenant des séquences shRNA 
(short hairpin RNA) dirigée contre l’ARN messager qui code la protéine d’intérêt (Cdk5). 
Deux plasmides Contrôles ont également été générés, ces plasmides contiennent des 
séquences shRNA inefficaces, les lignées cellulaires dites « Contrôles » correspondantes 
seront nommées CTRL et shCTRL. L’utilisation d’un algorithme a permis déterminer les 
séquences de l’ARN messager de Cdk5 à cibler pour l’extinction de l’expression de la 
protéine.  
L’ensemble des plasmides contiennent une cassette de résistance à l’hygromycine, ainsi 
qu’une séquence promotrice dépendante de l’ARN polymérase-III qui permet la transcription 
du shRNA et l’extinction de Cdk5 in vivo. Le détail de l’établissement des clones est décrit 
dans les travaux du Dr Biard et de ses collaborateurs (voir (Biard, 2007; Biard et al., 2005)). 
Deux lignées HeLa Cdk5 KD ont été établies avec les séquences cibles suivantes :  
Hela Cdk5-1499 : séquence nucléotidique 703-721 de la protéine Cdk5 (NM_004935). 
HeLa Cdk5-1500 : séquence nucléotidique 455-473 de la protéine Cdk5 (NM_004935). 
L’ensemble des résultats présentés ci-dessous et des résultats soumis pour publication, 
représente la moyenne des deux clones Contrôles et des deux clones Cdk5 KD. 
En plus des lignées HeLa, j’ai utilisé au cours de mes travaux d’autres lignées cellulaires, 
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Carcinome Ostéosarcome Adénocarcinome 
 
Milieux de culture  
HeLa : DMEM high glucose avec Glutamax, avec pyruvate (invitrogen), 10% de sérum de 
veau fœtal (Invitrogen), 1% Pénicilline-Streptomycine (Invitrogen), Hepes 10mM 
(Invitrogen), Hygromycine 150 g/ml final (Invitrogen). 
U2OS : DMEM high glucose avec Glutamax, avec pyruvate (Invitrogen), 10% de sérum de 
veau fœtal (Invitrogen), Hépès 1M (Invitrogen), Hygromycine 150 g/ml final (Invitrogen). 
BT549 : RPMI, Glutamax (Invitrogen) 1% Pénicilline-Streptomycine, 10% Sérum de veau 
fœtal, bicarbonate de sodium (1.5 g/litre), 10 mM Hépès, 1mM pyruvate de sodium  
HCC1954: RPMI, Glutamax (Invitrogen) 1% Pénicilline-Streptomycine, 10% Sérum de veau 
fœtal. 
BT474: RPMI, Glutamax (Invitrogen) 1% Pénicilline-Streptomycine, 10% Sérum de veau 
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Croissance et survies cellulaires 
Afin de calculer la croissance cellulaire, les cellules sont ensemencées à 300 000 
cellules/flacon en triplicat et comptées tous les jours pendant sept jours. 
Pour les survies cellulaires, les cellules synchronisées ou non, sont ensemencées en triplicat 
pour chaque dose, dans des flacons de 25 cm
2
. Entre 800 et 1600 cellules ont été ensemencées 
en fonction des lignées. Suite à l’ensemencement, les cellules sont incubées pendant quatre 
heures à 37°C. Puis elles sont traitées avec les différentes drogues ou irradiées. Suite au 
traitement, les flacons sont rincés deux fois au PBS avant remise de 8 ml de milieu et 
incubation environ 12 jours. La fixation des cellules se fait après rinçages des flacons au PBS 
dans une solution Ethanol 100% pendant 30 min. Les cellules sont ensuite colorées pendant 
30 min avec une solution au commassie et rincées. Le comptage des colonies se fait sous 
loupe. 
Cytométrie en flux  
Marquage BrdU : Les cellules HeLa sont ensemencées à 1M de cellules par flacon, traitées 
aux Rayons gamma (irradiateur GSR_D1, 
137
Cs) ou au HU (Sigma Aldrich) aux doses et 
concentrations nécessaires, les cellules sont ensuite marquées au BrdU (Sigma Aldrich) 
15min et récoltées aux temps correspondants puis centrifugées et rincées au PBS et 
resuspendues dans une solution (20%DMSO, 80% DMEM). Les tubes peuvent ensuite être 
conservés à -20°C jusqu’à utilisation. Afin de marquer l’ADN au BrdU, les cellules sont  
culotées puis suspendues dans 0.6 ml de PBS froid et fixées dans 1.4ml de méthanol 100% 
préalablement refroidi. 
Au moins 24 heures après, les tubes sont centrifugés à 2800 rpm, 5 min, 4°C et rehydratés 
avec 2ml de PBS pendant 10 min, les cellules sont recentrifugées à 2800 rpm, 5 min et 
reprises dans avec 3 ml de solution de pepsine (Sigma Aldrich) (0,5 mg/ml, diluée dans de 
l’HCl 30 mM), les tubes sont incubés au bain marie à 37°C pendant 20 min, centrifugés à 
2800 rpm, 5 min à température ambiante, repris dans 1,5 ml de HCl 2N et incubés à 
température ambiante (TA) pendant 20 min, 5 ml de PBS sont ensuite ajoutés à la solution et 
les cellules sont centrifugées 10 min à 2800 rpm. 
Les culots sont bien resuspendus dans 1ml de Tampon-Bu (Sérum de chèvre 5 µl/ml (Dako 
France), Tween-20 : 5 µl/ml, Hépès 1M : 1/50 dans du PBS) homogénéisés et vortexés. 3 ml 
de Tampon-Bu sont ajoutés, les tubes sont ensuite centrifugés à 2800 rpm, 5 min, TA, les 
culots sont resuspendus dans 500µl de Tampon-Bu, homogénéisés et 20µl d’anticorps 
monoclonal anti-BrdU (BD Bioscience (347583) y sont ajoutés. Les tubes sont incubés 45 
min-1h à TA, 5 ml de PBS y sont ajoutés et les tubes sont centrifugés 5 min à 2800 rpm. Les 
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culots sont resuspendus dans 200µl d’anticorps secondaire Goat anti-Rat-FITC 
(Clinisciences) dilué à 1/50. Après une incubation à TA pendant 30 min dans l’obscurité, 5 ml 
de PBS sont ajoutés et les tubes sont centrifugés 5 min à 2800 rpm. Enfin, les les culots sont 
resuspendus dans 200-300 µl d’une solution d’iodure de propidium (PI) à 1/40 (Sigma 
Aldrich). L’analyse du marquage BrdU se fait au FACSCalibur cytofluorometer (Becton-
Dickinson). 
Marquage Phospho H3 : Afin de calculer le ratio mitotique, les cellules sont traitées ou non 
avec du HU et transférées dans du milieu contenant 50 µg/µl nocodazole (Sigma Aldrich), les 
cellules sont ensuite récupérées au temps indiqués et conservés dans une solution 20% DMSO, 
80% DMEM. L’immunomarquage avec l’anticorps anti-phospho H3 et l’analyse sont 
effectués comme décrit dans la publication de Fernet et al., (Fernet et al., 2010). 
 
Peignage moléculaire  
Cette technique a pour but d’analyser la réplication. Pour cela, les fibres d’ADN sont étirées 
sur de fines lamelles de verre et les fourches de réplication sont marquées. Le protocole a été 
adaptée à partir de (Chabosseau et al., 2011; Michalet et al., 1997). 
Les cellules asynchrones et non confluentes sont traitées ou non au HU pendant 2 heures puis 
marquées à l’IdU (Sigma Aldrich) à une concentration finale de 20µM, puis incubées pendant 
30 min. Les cellules sont ensuite marquées directement et sans rinçage avec une solution de 
CldU (Sigma) à une concentration de 100µM final, les flacons sont homogénéisés et remis en 
incubateur pendant 30 min. L’idU et le CldU sont des analogues de la thymidine. Afin 
d’arrêter l’incorporation du CldU, les cellules sont incubées 5 minutes avec de la thymidine à 
une concentration de 1mM. Les cellules sont ensuite trypsinées et récupérées dans du milieu, 
lavées une fois dans du PBS froid et gardées à 4°C. Elles sont ensuite resuspendues dans du 
PBS froid à raison de 7,5 millions de cellules/ml. Le même volume d’agarose à bas point de 
fusion à 1% (Sigma Aldrich) préchauffé à 42°C est ajouté aux cellules. 80µl de ce mélange 
est utilisé afin de préparer des plugs, ces plugs sont digérés pendant 48 heures à une 
température de 42°C dans un mélange Protéinase K (Roche), SDS 1%, EDTA 0,25M. Afin de 
digérer les protéines cellulaires et libérer l’ADN, les cellules sont ensuite rincées pendant 20 
min dans un tampon TE (Tris pH8 10 mM, EDTA 1mM) contenant 1mM de PMSF puis 
rincées deux fois avec la solution TE. 
Suite au rinçage les plugs sont remis dans une solution contenant 280 µl de TE et 40 µl de 
tampon 10x β-agarase (New England Biolabs) et fondus à 68°C pendant 15 min. Les plugs 
sont ensuite digérés en trois fois avec 7,5 unités de β-agarase (New England Biolabs) (2,5 
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unité par digestion). Les trois digestions se font de façon continue : la première pendant 1 
heure à 42°C et les deux autres pendant 24 heures à 42°C. A la fin de la troisième digestion 
1,5 ml de tampon MES (Sigma Aldrich) (0.25M, Ph=5.5) sont ajouté délicatement, les tubes 
sont chauffés à 65°C pendant 30 minutes et réservés à 4°C pendant 15 jours en position 
horizontale (à ce stade, les fibres sont très fragiles). 
Afin d’effectuer l’immunodétection des fibres, les tubes sont peignés sur des lamelles 
sylanisées (Génomic Vision) avec une machine à peignage (Génomic Vision), les lamelles 
sont ensuite chauffées dans un four à 60°C pendant deux heures et traitées pour 
l’immunodétection.  
Les lames sont tout d’abord dénaturées dans une solution de NaOH 1M pendant 5min, à TA, 
rincées deux fois au PBS, puis dans une solution d’éthanol à 70% (5min) à -20°C, puis à 85% 
d’éthanol pendant 5min à TA, et enfin dans une solution éthanol à 100% (5min à RT). Les 
lamelles sont séchées et bloqués dans une solution de blocage (Block aid, Life Technologies). 
Les fibres peuvent ensuite être marquées par les deux anticorps : anti-BrdU FITC (souris, BD 
Biosciences-347583) à une dilution 1/5 qui permet de marquer l’IdU, et anti-BrdU (rat, 
Serotec-OBT0030) à une dilution de 1/25 qui permet de marquer le CldU et incubées pendant 
1h à TA. Les lamelles sont ensuite rincées avec une solution de NaCl 0,5 M, Tris 20 mM pH 
7,8, Tween20 0,5%) pendant 6 min à TA et incubées avec les deux anticorps secondaires : 
chèvre anti-souris Alexa 488 (Invitrogen-A11029) à une dilution de 1/50 et chèvre Anti-rat 
Alexa 594 (Invitrogen-A11007) pendant 30 min à 37°C. Elles sont finalement rincées trois 
fois au PBS pendant 5min à RT.  
Le marquage des fibres d’ADN se fait par une incubation avec l’anticorps anti-ssDNA 
(Millipore-MAB3034) à une dilution 1/50 pendant 30 min à 37°C, les lamelles sont ensuite 
rincées trois fois au PBS pendant 5min à TA puis incubées avec l’anticorps secondaire : 
chèvre anti-souris Cy5.5 (Abcam-ab6947) à une dilution 1/100 pendant 30 min à 37°C et 
rincées au PBS trois fois 5 min à TA. Afin d’amplifier le signal, les lamelles sont incubées 
avec un deuxième anticorps secondaire : singe anti-chèvre Cy5.5 5 (Abcam-ab6951) à une 
dilution 1/100 pendant 30 min à 37°, rincées trois fois 5 min au PBS puis séchées entièrement 
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Acquisition et Analyse  
L’acquisition se fait au microscope 3D à l’aide du logiciel Métamorph qui permet de prendre 
des mosaïques de 10x10 images à un grossissement de 45. 
L’analyse des vitesses de réplication se fait par la mesure des fibres marquées IdU et CldU de 
chaque fourche entière et avec des extrémités ssDNA intactes afin d’être sûr que la fibre 
d’ADN n’est pas cassée et d’éviter un biais de mesure. La mesure des longueurs des fibres 
mesurées sur image J est convertie en kb par l’utilisation de la formule suivante : Pour le 
Objectif 40X :   1 pixel = (6,45 x 1/40) x 1 =0,16125 μm 
Peignage à 2kb/μm:     0,16125 μm = 0,16125 x 2 kb = 0,3225 kb  
 1 pixel = 0,16125 μm = 0,3225 kb 
La vitesse correspond à la mesure de (IdU+CldU)/60, la mesure des assymétries de fourche 
correspond au rapport IdU/CldU. Afin de comptabiliser la densité des fourches, j’ai calculé le 
nombre de fourche actives par fibre entière d’ADN non cassée (au moins 100 000 mb ont été 
comptés) puis ce nombre a été rapporté au pourcentage de cellules en phase S (mesuré par 
FACS). 
Extraction protéique et westerns blots  
Deux protocoles d’extraction ont été utilisés : l’extraction protéique des lignées HeLa et 
U2OS s’est faite par l’utilisation du protocole « Cell Signaling », l’extraction protéique des 
lignées issues de cancer du sein s’est faite par le protocole « Urée » détaillés ci-dessous : 
Extraction « Urée »  
Les cellules sont rincées au PBS froid et grattés dans 5 ml de PBS froid, centrifugées à 1500 
rpm pendant 4 min à 4°C, puis resuspendues dans 1 ml de PBS. Les cellules sont alors 
centrifugées à 2000 rpm pendant 4min à 4°C et remises en suspension dans 100 à 300 µl de 
tampon UTB. Les cellules sont laissées dans la glace 15 min puis soniquées 3x5 sec puis 
remises dans la glace 15 min et centrifugées à 15000 rpm pendant 7 min. le culot peut être 
conservé à -80°C. 
Composition du Tampon UTB : Urée 10M, Beta-mercaptoethanol 14,3M, Tris 0,5 M, 
Antiprotéases, et Antiphosphatases. 
Extraction « Cell signaling »  
Les cellules sont rincées au PBS froid et grattés dans 500 µl de tampon Cell Signaling froid,  
les extraits sont ensuite soniqués 3x5 sec puis chauffées à 95°C pendant 5min et centrifugés à 
15000 rpm pendant 7 min. le culot peut être conservé à -80°C 
Composition du Tampon Cell Signaling : Tris HCL 62,5 mM, SDS 2%, Glycérol  10%, DTT 
50 mM, Bleu de bromophénol 0.01%, Antiprotéases, et Antiphosphatases. 
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La migration des échantillons protéiques a été effectuée sur un gel précoulé (BIO-Rad) 
contenant 4-15% d’Acrylamide ou préalablement préparés au pourcentage adapté au poids 
moléculaire de la protéine d’intérêt. Les protéines ont été transférées sur une membrane de 
nitrocellulose et après immunodétection, le signal est révélé soit par le système Odyssey soit 
par ECL. La quantification des bandes de westerns blot s’est faite à l’aide du logiciel Quantity 
one (Bio-Rad Laboratories), l’intensité des bandes a été normalisée par rapport contrôle de 
charge Actine ou Tubuline. 
Immunofluorescence en phase S  
Le principe de cette expérience est de marquer les différents foyers de réparation formés par 
les protéines Rad51 (Santa-cruz SC-8349), RPA (Pierce (MA1-26418), RPAS4S8 Bethyl 
(A300-245A) ou 53BP1(Abcam ab 21083) et de faire un double marquage au BrdU, afin de 
pouvoir quantifier uniquement les cellules en phase S. Une macro développée par la 
plateforme d’imagerie de l’Institut Curiea été utilisée pour la quantification des foyers. Le 
protocole est détaillé ci-dessous : les cellules sont incubées sur des lamelles, traitées ou non 
au HU, les cellules sont ensuite marquées au BrdU,(10 μM, 30 min) aux temps indiqués sur 
les figures, les cellules sont fixées au PFA 1% pendant 10 min, perméabilisées au PBS 0,5% 
de triton pendant 5 min, puis rincées deux fois au PBS pendant 10 min, et bloquées 30 min 
dans une solution de PBS 1%BSA. Les lamelles sont ensuite incubées une heure avec les 
anticorps correspondants, puis rincées trois fois 10 min au PBS triton 0,5%, refixées 5 min 
avec du PFA 1% et rincées 2 fois 10 min au PBS. L’ADN est ensuite dénaturé avec une 
solution HCl 4N, NP40 2%. Les lamelles sont rincées au PBS trois fois 10 min et incubées 
avec l’anticorps anti-BrdU (Anti-BRDU-Flourescein, Roche-11202693001) pendant 30min, 
les lamelles sont finalement rincées 3 fois au PBS pendant 10 min, fixées avec une solution de 
PBS 1% PFA, et montées avec du DAPI 1.5 µg/ml (Vector Laboratories). 
 L’acquisition des images se fait automatiquement avec un microscope SPINNING-
DISC/TIRF/FRAP, (Nikon Ti Eclipse), sous l’objectif : 60x/1,48 et une tête de scanner 
confocale CSU Yokogawa. Les images sont capturées à l’aide du logiciel Metamorph 
(Molecular Devices) à l’aide de l’option « mosaic scan », au moins 500 cellules ont été 
capturées par condition. Les foyers sont ensuite analysés à l’aide d’une macro pour Image J, 
développée par Fabrice Cordelières (Plateforme d’imagerie, Institut Curie). Afin de ne 
quantifier que les foyers en phase S, une analyse des distributions d’intensité de BrdU est 
effectuée pour chaque lame et un seuil est déterminé en fonction de tous les temps analysés et 
en comparaison avec les pourcentages de cellules en phase S correspondants déterminés par 
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FACS. Seules les cellules considérées comme étant « BrdU positives » sont prises en 
considération pour la quantification des foyers de réparation. 
Essais Kinases 
Afin d’effectuer les tests kinases, la protéine recombinante RPA-32 (Abcam) est incubée 30 
min à 30°C en présence de 0,5 ng de kinase active Cdk5, Cdk1 ou Cdk2 (Millipore) et 10 μCi 
[γ-32P]-ATP. Ces protéines sont incubés dans solution tampon 1X préparé à partir d’une 
solution 10X composée de (1M MOPS pH 7, et 500 mM EDTA). La réaction est arrêté par 
l’ajout de 5µl de Bleu de bromophénol concentré 6x, les produits de réactions sont ensuite 
chauffés à 95°C pendant 5minutes puisséparés sur un gel SDS-PAGE. L’analyse de la 
phosphorylation de la protéine RPA-32 est faite par autoradiographie. L’histone H1 à été pris 
comme contrôle positif. 
 
Essais Comètes 
Les essais comètes ont été effectués par la plateforme de radiobiologie de l’Institut Curie 
selon le protocole de (Rimmele et al., 2010). 
 
Mesure de gamma-H2AX par FACS 
La quantification de l’intensité gamma-H2AX par FACS à été faite comme décrit dans la 
publication de (Haddy et al., 2014). Les cellules sont ensemencées à raison de 700 000 
cellules par flacon de 25cm
2
, traitées au HU puis remises dans un milieu contenant du 
nocodazole (afin de ne pas repasser en G1). Aux temps indiqués, les cellules sont trypsinées 
et conservées dans 20% DMSO 80% DMEM. Les cellules sont ensuite resuspendues dans 1,6 
ml de PBS froid et fixées dans 1,4 ml de méthanol 100% préalablement refroidi. Centrifugées 
et resuspendues dans du PBS froid à 0.25 % de triton et incubées 15 minutes dans la glace, les 
cellules sont ensuite resuspendues dans du PBS 3% BSA en présence de l’anticorps anti-
phospho-histone H2AX-FITC (Euromedex (16-202A), dilué à 1/500). Les tubes sont incubés 
quatre heures à température ambiante. Les cellules sont enfin rincées dans du PBS 3% BSA et 
analysées par cytométri e de flux à l’aide d’un FACSCalibur (Becton-Dickinson). L’analyse à 
été faite à l’aide du logiciel FlowJo. La moyenne de l’intensité gamma-H2AX a été calculée 
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SCE (Echange de Chromatides Sœurs)  
Les cellules sont ensemencées en plaque à raison de 180 000 cellules/puits et incubées en 
présence de BrdU 10mM durant un temps correspondant à deux divisions cellulaires (environ 
40h pour les HeLa), les cellules sont ensuite traitées à la colchicine (100ng) pendant 1h à 
37°C, les cellules subissent ensuite un choc hypotonique dans du sérum de veau fœtal dilué à 
1/6 dans de l’eau pendant 30min à 37°C. 
Les cellules sont ensuite fixées sur les lamelles dans un mélange d’acide acétique/méthanol 
1/3 v/v) 15 min à TA, puis dans le mélange précédent dilué au demi pendant 5 min à TA. Les 
lamelles sont ensuite remises dans une solution d’acide acétique/méthanol 1/3 v/v pendant 30 
min à TA puis 15min à 4°C. Les cellules sont ensuite colorées 20 minutes à TA à l’abri de la 
lumière dans une solution de Hoechst dilué au 1/1000 dans de l’eau (concentration finale : 
10µg/ml) puis rincées dans du  SSC 2X (dilué au 1/10). Les lamelles sont ensuite dénaturées 
pendant 1h45 sous une lampe UV à une longueur d’onde de 365 nm. Les cellules sont enfin 
colorées 16 minutes au Giemsa 2 %, rincées à l’eau, séchées puis montées sur lame avec une 
goutte d’Eukitt. Les chromosomes sont observés sous immersion à l’objectif 100X. Le 
nombre d’échanges par chromatide est compté à l’œil avec au moins 400 chromosomes 


















































































































Figure 38: Survie clonogénique des lignées HeLa, U2OS et des lignées BC après 
inhibition de Cdk5 
Les différentes lignées (HeLa, U2OS, BT474, HCC1954, BT549) sont inhibées par 
l’utilisation d’un shRNA ou d’un siRNA dirigée contre Cdk5. Les cellules sont ensemencées 
puis transfectées avec le siRNA (dans le cas de BT474, HCC1954 et BT549).. Après 8 à 12 
jours de croissance, les cellules sont fixées et comptées, les fractions de cellules survivantes 
(ratio siCdk5 vs siContrôles) sont calculées. Les données représentées sont la moyenne de 3 









































































Figure 39: Effet de l’inhibition de Cdk5 sur le pool de nucléotide 
Les cellules Contrôles ou Cdk5 KD sont ensemencées, récoltées et analysées comme décrit 


























































Figure 40: Effet de l’inhibition de Cdk5 sur le pool de nucléotide en présence de HU 
Les cellules Contrôles ou Cdk5 KD sont ensemencées, traités au HU (2mM, 24h) puis 
récoltées et analysées comme décrit (Machon et al., 2014). Les valeurs représentent la 
moyenne des triplicats d’une expérience. 
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Figure 41: Quantification des foyers 53BP1 et Rad51 dans les lignées HeLa Contrôles et 
Cdk5 KD en absence de traitement 
Les cellules non traitées sont ensemencées et les foyers 53BP1 et Rad51 sont  analysés en 
présence d’un double marquage au BrdU permettant de dissocier les cellules en phase S des 
cellules étant dans les autres phases du cycle cellulaire. Les données sont représentatives de 3 
expériences indépendantes pour 53BP1 et de quatre expériences indépendantes pour Rad51, 
avec deux clones différents. Entre 600 and 1000 cellules ont été analysées pour chaque 
condition. Les cellules ayant plus de 5 foyers Rad51 ou 53BP1 sont représentées. Les données 
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The importance of the efficient detection, signaling and activation of cell cycle checkpoints, 
particularly following the formation of lethal DNA double strand breaks (DSB) generated either 
directly for instance following exposure to ionizing radiation (IR) or indirectly during the processing 
of other DNA adducts or at stalled replication forks, is highlighted by the sensitivity to killing of cells 
in which the key players of these processes are absent or inhibited. The correct functioning of this 
DNA damage response (DDR) allows the cell time to repair damage or initiate cell death pathways 
(Fig. 1). Cancer cells often have defects in components of these damage signaling cascades or in cell 
cycle control, resulting in a greater dependence on the remaining functional processes. This can 
potentially be exploited to selectively increase the therapeutic effect of chemo- and radiotherapy in 
tumour cells by inhibiting the remaining intact DDR pathways and increasing cell death. Over the past 
decade significant effort has been directed to the development of small molecule inhibitors that target 
the major kinases involved in these pathways. This review will outline the roles of two key 
phosphoinositide-3 kinase like kinase (PIKK) family members, Ataxia-Telangiectasia mutated (ATM) 
and ATM and Rad3 related (ATR), which are involved in DNA damage detection and signaling, and 
of the checkpoint kinases Chk1 and Chk2, which participate in cell cycle control and checkpoint 
activation in response to DNA damage.  We will also discuss the progress made in the discovery and 
development of selective inhibitors for these four kinases.  
 
ATM AND ATR: THE MASTER KINASES IN THE DDR 
 
Ataxia-Telangiectasia (A-T) is a rare autosomal recessive disorder associated with extreme radiation 
sensitivity, genomic instability and predisposition to cancer (Lavin and Shiloh 1997). The defective 
gene in A-T is the ATM gene, located on chromosome 11q22-23. It is composed of 66 exons and 
encodes a 13-kb mRNA, producing a protein of 3,506 amino acids with a predicted molecular mass of 
350 kDa. The ATM protein is a serine/threonine kinase that has a fundamental role in the DDR 
through the phosphorylation of many effector proteins involved in the activation of cell cycle 
checkpoints, DNA repair and telomere maintenance.  
 
The second important DDR kinase is the closely related ATR protein. The ATR gene is located on 
3q22-24 and encodes a protein of 2644 amino acids with a predicted molecular mass of 220 kDa 
(Cimprich et al. 1996). The ATR protein is essential for the viability of replicating cells, and it is 
activated during every cell cycle to regulate replication origin firing and repair damaged forks. 
Disruption of the ATR gene results in an accumulation of DSBs during S phase, cell cycle arrest or 
apoptosis, as well as early embryonic lethality in mice (Lovejoy and Cortez 2009). No living humans 




are linked to Seckel syndrome which is characterized by growth retardation and microcephaly 
(O'Driscoll et al. 2003).  
 
These two PIKK family members share a conserved C-terminal kinase domain structure with other 
kinases in this group, including DNA PKcs (DNA-dependent protein kinase catalytic subunit), mTOR 
(mammalian target of rapamycin) and SMG1 (suppressor of mutagenesis in genitalia). The kinase 
domain is flanked on either side by two additional regions of sequence homology:  the FAT 
(conserved sequence in FRAP, ATM, TRRAP) and the FATC (FAT C-terminal), which are involved 
in the regulation of PIKK kinase activity. The crystal and X-ray structure of this region determined for 
certain PIKKs would suggest that this tandem repeat is of functional significance for the regulation of 
protein kinase activity. This hypothesis is supported by the observation that mutations in these 
domains are associated with loss of kinase activity. The N-terminal regions of these kinases are less 
conserved, although ATM, ATR and DNA-PK all contain interspersed HEAT (Hungtingtin, 
Elongation factor 3, alpha sub-unit of PP2A and TOR1) repeats that might be regulated by 
phosphorylation or other post-translational modifications such as acetylation and 
poly(ADP)ribosylation.  
 
Other important protein-protein interaction domains are also found in the N-terminal region (for recent 
reviews, readers are referred to Bhatti et al. 2011 and references therein). In addition to these structural 
homologies, PIKK family members make use of analogous mechanisms for their interaction and 
recruitment to sites of DNA damage via “adaptor” molecules. Each PIKK has a “targeting” protein 
that contains a conserved interaction motif: NBS1 for ATM and ATR–interacting protein (ATRIP) for 




Although ATM and ATR are related kinases and share many substrates, they are activated in response 
to different DNA structures at DSBs. ATR can be activated in response to a broader range of DNA 
damage that involves single-stranded (SS)–DS junctions. These structures most commonly arise when 
the replication fork encounters a DNA lesion due to the arrest of one polymerase while the other 
continues (see (Chen et al. 2011) and references there in), yet can also be generated by nucleotide 
excision repair or during resection of a DSB. Replication blocking causes DNA polymerases to 
become uncoupled from the replicative helicases, resulting in the formation of single strand breaks. 
These are quickly coated by the ssDNA binding protein complex, Replication Protein A (RPA) (Flynn 
and Zou 2011). ATRIP is indispensable for ATR activation and stabilization, as it binds directly to 
RPA and thereby enables the ATR-ATRIP complex to localize to sites of damage (Zou and Elledge 
2003) (Fig. 2A).  
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Efficient ATR activation depends on the action of two mediator proteins, TopBP1 (topoisomerase 
(DNA) II binding protein I) and Claspin (Smits et al. 2010). The presence of RPA leads to the 
recruitment of the Rad17-RFC complex that loads the 9-1-1 (RAD9-RAD1-HUS1) checkpoint clamp 
to the 5’ recessed junction. TopBP1 is then recruited through interactions with phosphorylated 
ATRIP-ATR and phosphorylated RAD9 within the 9-1-1 complex. TopB1’s ATR-activating domain 
subsequently stimulates the kinase activity of ATR (Fig. 2A). Claspin, which probably also associates 
with active replication forks during normal replication, is then phosphorylated in a ATR-dependent 
manner within a short, repeated motif. Once modified, Claspin binds Chk1 and serves as a platform 
for ATR-dependent phosphorylation and thus Chk1 activation (Smits et al. 2010). It was shown that 
ATR is auto-phosphorylated on Thr1989 after exposure to hydroxyurea (HU), IR and ultraviolet (UV) 
light, and this phosphorylation could be a convenient biomarker of ATR activity. However, it should 
be noted that this phosphorylation is not essential for the ATR-CHK1 signaling axis following 
replication stress, but would appear to have some role in supporting cellular viability (Nam et al. 
2011). The physical interactions between all these ATR partners are still being characterized. For 
instance Liu and colleagues have recently shown that phosphorylated Thr1989 is directly recognized 
by TopBP1, enabling TopBP1 to stably engage the ATR-ATRIP complex to efficiently stimulate the 
kinase activity and act as a scaffold for ATR-substrate interactions (Liu et al. 2011).  
 
The ATM kinase is mainly activated in response to the formation of DNA DSBs. In the absence of 
DNA damage, ATM is believed to exist in an inactive homodimer, which in response to DNA damage 
is converted to an active monomer. The activation of ATM involves both auto-phosphorylation events 
(Bakkenist and Kastan 2003) and the Mre11: Rad50: NBS1 (MRN) complex (Lee and Paull 2005) 
(Fig. 2B). The MRN complex is also involved in the recruitment of ATM to DNA damage sites 
through the formation of a molecular bridge: Mre11 and Rad50 can directly bind DNA, whilst the 
NBS1 protein binds ATM via an interaction motif located in its N-terminus (Iijima et al. 2008). The 
auto-phosphorylation of ATM on Ser1981 is one of the earliest events detected in response to DNA 
DSBs, causing the dissociation of the inactive homodimer and allowing the active ATM kinase to 
circulate in the cell (Bakkenist and Kastan 2003). The importance of this auto-phosphorylation for the 
sustained localization of ATM at DNA DSBs has been demonstrated by following the recruitment of 
fluorescently tagged ATM, where the ablation of the auto-phosphorylation site negatively affects the 
ability of ATM to phosphorylate its downstream targets after DNA damage (So et al. 2009). Two 
additional (auto)phosphorylation sites on ATM, Ser367 and Ser1893, may also contribute to its 
activation (Lavin and Kozlov 2007). A number of other phosphorylation sites have been detected in 
ATM, suggesting that its activity can be modulated via other signaling kinases; for instance, CDK5 
has been shown to phosphorylate ATM (Tian et al. 2009). It has been reported that once ATM is 





The recruitment of MDC1 to the site of damage increases the affinity of the MRN complex (through a 
direct interaction between MDC1-MRN), which ultimately stimulates ATM activity and stabilizes the 
kinase at the site of the lesion (Bartek et al. 2004). It should be noted that as for ATR, the full details 
of the molecular events surrounding ATM’s activation and the down-stream signaling cascades are 
still being unraveled. For instance the contribution of the MRN complex to the different processes is 
complicated by the fact that all members of the complex are substrates for ATM and other PIKKs, 
suggesting considerable crosstalk at DNA DSB sites. In addition, changes in chromatin structure and 
histone remodeling are clearly involved in both activation and signaling, and there is considerable 
debate about the current models, which is outside the scope of this Chapter (readers are referred to a 




A multitude of proteins have been identified as ATM/ATR substrates.  Indeed, a recent large-scale 
proteomic screen of proteins phosphorylated in response to DNA damage at ATM/ATR consensus 
sites identified over 700 proteins. These targeted proteins have a role in numerous cellular processes 
related to the DDR, including DNA repair, cell death and cell cycle control, with the serine/threonine 
kinases Chk1 and Chk2 being central effector proteins in these pathways (Bartek and Lukas 2003) 
(Fig. 3).  
 
Chk1 and Chk2 activation occurs through distinct mechanisms: Chk1 activation is primarily 
downstream of ATR, whereas Chk2 is activated primarily by ATM. However, some experimental data 
supports the possibility that significant crosstalk takes place between the ATR-Chk1 and ATM-Chk2 
signaling cascades (Stracker et al. 2009). In contrast to ATM and Chk2, ATR and Chk1 are thought to 
be active at low levels even during unperturbed cell cycles, particularly during S-phase, potentially 
explaining why they are essential in many cell types (Smith et al. 2010). Chk2 is a stable protein 
expressed throughout the cell cycle and appears to be largely inactive in the absence of DNA damage 
(Bartek and Lukas 2003), whilst Chk1 is a chromatin-associated protein with a shorter half-live that is 
active even in unperturbed cell cycles. Chk2-deficient mice are viable and do not have an increased 
risk of cancer, but Chk1-deficient mice are embryonic lethal.  
 
THE ATR/CHK1 PATHWAY 
 
Once an active ATR complex is assembled at a DNA lesion or stalled fork, signaling to coordinate cell 
cycle progression, repair, and replication begins. Activated ATR phosphorylates Chk1 on Ser317 and 
Ser345, leading to its activation. It would appear that the Ser317 phosphorylation is required for DNA 
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damage responses, whereas phosphorylation at Ser345 occurs even during the unperturbed cell cycle 
and is required for normal cell growth (see (Wilsker et al. 2012) and references therein). Chk1 
activation by ATR also requires 9-1-1 complex loading by the Rad17-RFC complex, as well as several 
essential mediators including Timeless (Tim/Tim1) and Tipin (Timeless-interacting protein), which 
enable Chk1 phosphorylation on Ser317/345 by ATR. Timeless binds to both ATR and Chk1, whereas 
Tipin can interact with Claspin (Smith et al. 2010). ATR also phosphorylates a number of proteins 
involved in the stabilization of stalled replication forks and DNA repair, such ATRIP, rad17, Rad9, 
TopBP1, Claspin, H2AX, WRN, BLM, BRCA1, and FANCD2, thus linking ATR to homologous 
recombination repair (HRR) and DNA cross-link repair in addition to cell cycle control (see Chapters 
Powell and Brosh) (Fig.3). In addition, some of these proteins are substrates for the activated Chk1 
kinase, highlighting the complexity of the network that is involved in regulating the events in response 
to DNA damage. For instance, the mediator protein Clapsin interacts with Chk1 in a damage specific 
manner that requires the phosphorylation of Claspin on at least two sites (Ser864 and Ser895) by ATR 
(Cimprich and Cortez 2008), as well as Chk1 mediated phosphorylation of Claspin on Thr916 
(Stracker et al. 2009).  
 
Following phosphorylation of Chk1 on residues Ser317 and Ser345, Chk1 dissociates from chromatin 
and localizes to the cytoplasm, where a portion localizes to interphase centrosomes. Chk1 then 
phosphorylates Cdc25s phosphatases, p53 and many other proteins involved in the control of cell 
cycle progression and cell cycle checkpoints induced by DNA damage. Currently, there is another 
model for the activation of Chk1 in which its phosphorylation (on the C-terminal serines) blocks 
intramolecular interactions, uncovering the N-terminal kinase domain (Dai and Grant 2010). 
Interestingly, Zhang et al. have shown that ATR-mediated Chk1 activation simultaneously targets this 
protein kinase for polyubiquitination and proteasomal degradation (Zhang et al. 2005).  
 
As important as activation is the inactivation of DDR effectors, especially those involved in mitigating 
the cell cycle checkpoints that are transient processes. Chk1 has been shown to be negatively regulated 
by multiple serine/threonine phosphatases. Chk1 phosphorylation at Ser317 and Ser345 and Chk1 
activity following DNA damage are regulated by PP1, PP2A and Wip1 (wild-type p53-induced 
phosphatase 1), which are phosphatases that play important roles in the recovery from DDR 
checkpoints (Freeman and Monteiro 2010). 
 
THE ATM/CHK2 PATHWAY 
 
As discussed above, the interaction of ATM with the MRN complex initiates a highly coordinated 





domain and to ATM through its N-terminal FHA (forkhead associated) domain, bringing more ATM 
to the DNA damage site (Cimprich and Cortez 2008). MDC1 also recruits RNF8, an E3 ubiquitin 
ligase that catalyzes the ubiquitinylation of H2A and H2AX, promoting the recruitment of 53BP1 and 
other proteins such as RNF168, BRCA1, CtIP and BRIT1/MCPH1 to DSB sites. H2AX 
phosphorylation by ATM occurs on mega-base regions surrounding DSBs within seconds of DNA 
breaks, colocalizing with ATM, MDC1, 53BP1, BRCA1, the MRN complex, and many other DNA 
damage repair proteins (Bekker-Jensen and Mailand 2010). Chk2 and ATM jointly phosphorylate the 
BRCA1 tumor suppressor, leading to the dissociation of Chk2 from BRCA1, an important event 
required for efficient repair of the DSB and survival after exposure to IR (Fig.3).  
 
In addition to initiating these events that will modify chromatin structure around the damage site and 
recruiting DNA damage repair proteins, ATM phosphorylates several other downstream effectors 
responsible for checkpoint controls, including Chk2. In the presence of DNA breaks, ATM directly 
phosphorylates Thr68 in the SQ/TQ cluster domain of the inactive monomeric Chk2. Phosphorylated 
monomers form dimers, allowing the autophosphorylation at Thr383 and Thr387 and other sites 
within the activation loop of the Chk2 kinase domain (Guo et al. 2010). These autophosphorylations 
increase Chk2 kinase activity, leading to the autophosphorylation at Ser516 in the C-terminal domain, 
which is required for the full activation of Chk2 (Ahn et al. 2000; Ahn and Prives 2002); (Wu and 
Chen 2003). Additional phosphorylation sites have been identified, but their role in regulating Chk2 
activity is presently unclear (Antoni et al. 2007). Ubiquitination of Chk2 has also been reported and is 
controlled by the phosphorylation of Ser379 and Ser456. While both these sites are important for 
Chk2 function, they differentially affect the ubiquitination and stability of Chk2. Mutation of Ser379 
impairs ubiquitination, but does not alter protein stability, whereas Ser456 mutation leads to a hyper-
ubiquitination and Chk2 degradation (Stracker et al. 2009). Chk2 activity is regulated by the 
phosphatases PP2A and Wip1. These two phosphatases dephosphorylate Thr68 and probably other 
sites, and bind Chk2 in a Chk2 phosphorylation-dependent manner, providing a recovery mechanism 
from DNA damage (Freeman et al. 2010; Freeman and Monteiro 2010). 
 
THE CONVERGENCE OF SIGNALLING PATHWAYS 
 
Initially it was widely speculated that the ATM/Chk2 and ATR/Chk1 pathways act in parallel, but it 
has become increasingly clear that an overlap in substrate specificity exists for ATM and ATR, as for 
Chk1 and Chk2 (Smith et al. 2010). Most ATR substrates can also be phosphorylated by ATM, and 
the major functions of ATR and ATM in cell cycle control are overlapping and redundant.  So why is 
one kinase not sufficient? A simple but incomplete answer to this question is that ATM and ATR 
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respond to different types of DNA damage: DSBs for ATM and replication stress for ATR (Cimprich 
and Cortez 2008). The DDR is however much more complex, as certain types of DNA damage can be 
converted to another, for instance, during replication. The ATM and ATR kinases clearly play a role in 
dealing with this dynamic situation. For instance, although ATR can respond directly and rapidly to 
interference with DNA replication, its activation at DSBs is dependent on ATM and is slower and 
predominately in S and G2 phases, as compared to the rapid activation of ATM by a DSB observed 
throughout the cell cycle (Jazayeri et al. 2006; Shiotani and Zou 2009). 
 
While ATM/Chk2 and ATR/Chk1 pathways may be redundant for some functions (Fig. 3), each has 
specific roles as suggested by the differences between Chk1- and Chk2-deficient cells and mice. For 
example, deletion of a single Chk1 allele compromises G2/M checkpoint function, which is not further 
affected by Chk2 depletion, while Chk1 and Chk2 cooperatively affect G1/S and intra-S phase 
checkpoints (Niida et al. 2010). In addition, distinct roles for both proteins are suggested based on 
differences in their protein structure, cell cycle-dependent expression, timing of activation and stability 
(Bartek et al. 2001).  
 
In addition to the convergence of signaling pathways activated by ATR and ATM, other pathways 
activated by DNA damage can feed into control of cell cycle progression. For instance, another 
effector kinase has been recently identified as a key player in some cell cycle checkpoints: the MK2 
protein (MAPK kinase-2), which is activated by the Mitogen Activated Protein Kinase (MAPK) p38 
(Reinhardt and Yaffe 2009; Thornton and Rincon 2009).  
  
CELL CYCLE CHECKPOINTS 
 
A complex regulatory network that is conserved in most higher eukaryotes controls the cell cycle at 
multiple levels to ensure the proper timing of cell cycle phases, and in the presence of DNA damage, 
to activate cell cycle checkpoints. Of the four sequential phases of the cell cycle, arguably the most 
important are the S phase, when DNA replication occurs, and the M phase, when the cell divides into 
two daughter cells. Separating the S and M phases are two “Gap” phases, referred to as G1 and G2, in 
which the cell increases in size and prepares the chromosomes for replication or prepares for entry into 
mitosis, respectively. Progression through the cell cycle is driven by the cyclin-dependent kinase 
family (CDK) family of serine/threonine kinases and their regulatory partners, the cyclins, which are 
small proteins expressed and degraded at specific times during the cell cycle. Cyclin D-CDK4, Cyclin 
D-CDK6 and Cyclin E-CDK2 drive G1 progression through the restriction point, which commits the 
cell to complete the cycle. S phase is initiated by Cyclin A-CDK2, and Cyclin B-CDK1 regulates 





CDK activity is tightly regulated at multiple levels through several mechanisms. These include the 
abundance of the regulatory cyclin subunit, their association with the catalytic CDK subunit, 
activating or inhibiting phosphorylation/dephosphorylation events, and the abundance of the members 
of two families of CDK inhibitory proteins (CKI). CKIs include two distinct families, the INK4 
(INhibitors of CDK4) family, whose four members (p16INK4a, p15INK4b, p18INK4c, p19INK4d) 
exclusively bind to and inhibit the D-type cyclin-dependent kinases (CDK4 and CDK6), and the 
CIP/KIP family, whose three members (p21CIP1/WAF1, p27KIP1, p57KIP2) are able to inhibit the 
activity of all CDKs (Fig. 4) (Malumbres and Barbacid 2005). The main post-translational 
modifications of CDKs are their phosphorylation by the kinase CAK (CDK activating complex) on 
Thr160 (Lolli and Johnson 2005) and by Wee1 and Myt1 on Thr14 and Tyr15 that inhibits the kinase 
activity, and dephosphorylation by the Cdc25 phosphatases of the same amino acid residues, resulting 
in activation of the Cyclin-CDKs complexes. Progression through each cell cycle phase and transition 
from one to the next are monitored by sensor mechanisms, called checkpoints. Some are active during 
the unperturbed normal cell cycle to maintain the correct order of events, but in the presence of DNA 
damage, are activated to allow cells time to properly repair the damage, thus safeguarding the integrity 
of the genome (Niida and Nakanishi 2006). 
 
The regulation of cell cycle progression in response to DNA damage shares with the DNA repair 
processes a common signal transduction response, involving the ATM/Chk2 and ATR/Chk1 signal 
transduction pathways. Activated, the signal transducers phosphorylate and promote the degradation 
or sequestration of effector Cdc25s, specialized phosphatases that activate the CDKs. The inactivation 
of the Cdc25s, as well as the accumulation of the effector protein p53 (see Chapter Lee), which is 
induced by its phosphorylation, leads to the arrest of the cell cycle progression. In addition to their role 
in the activation of the effector kinases Chk1 and Chk2, ATM and ATR have many other target 
proteins involved in the induction of cell cycle arrest that are independent of Chk1 and Chk2. The 
recently identified p38/MK2 pathway also seems to be important to establish certain checkpoints, with 
MK2 acting in parallel with Chk1 and Chk2 (Reinhardt and Yaffe 2009). 
 
Cell cycle checkpoints exist at the G1/S and G2/M boundaries, preventing cells from replication or 
undergoing mitosis, respectively, in the presence of DNA damage. As DNA errors and lesions caused 
by endogenous or exogenous sources can be particularly harmful in S phase, multiple mechanisms, 
referred to as intra-S checkpoints, also exist to tightly regulate the progression of the replication fork. 
Cells deficient for these S phase checkpoints are not able to stop synthesis in the presence of DNA 
DSBs, as is the case for cells from patients with chromosome instability syndromes such A-T or 
Nijmegen breakage syndrome (NBS). In contrast to these checkpoints that are directly induced by 
DNA damage, mitotic spindle checkpoints are activated indirectly by sensing the consequences of the 
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damage, such as the incorrect alignment of the equatorial plane and/or impaired formation or 
attachment of the spindle fibers at the kinetochores. 
 
In the following sections we will focus on the mechanisms and key players involved in the induction 
of the checkpoints and subsequent recovery, and give some indication of the limitations of these 
processes. 
 
THE G1/S CHECKPOINT 
 
The G1/S checkpoint is important to prevent cells damaged in G1 from entering S phase. To achieve 
this, introduction of DNA damage during G1 leads to the activation of signaling cascades that 
inactivate the Cyclin D-CDK4/6 and Cyclin E-CDK2 complexes that regulate S-phase entry via 
phosphorylation of pRb, which controls pRb binding to the transcription factor E2F.  This checkpoint 
response has two kinetically distinct components. First the initial, acute phase operates by “locking” 
Cyclin E-CDK2 kinase in an inactive state through the inhibition/destruction of the activating 
phosphatase CDC25A. This is followed by a more delayed and sustained G1 arrest, mediated by the 
stabilization of the tumour suppressor p53 protein and the activation of its target p21, which is a CKI 
able to bind the two Cyclin-CDK complexes (Fig. 5). Of note, both components of this checkpoint 
response involve the ATM/ATR and Chk1/Chk2 kinases (Bartek and Lukas 2001). 
 
THE P53-P21 AXIS 
The p53 protein is a direct target of both the ATM/ATR kinases that phosphorylate Ser15 and the 
Chk2/Chk1 kinases that phosphorylate Ser20. These modifications of p53 lead to the disruption of its 
interaction with MDM2 that mediates the ubiquitination and proteasome-mediated degradation of p53 
in non-damaged cells, and consequently, the amount of p53 protein in the cell increases. Other 
processes influence the regulation of p53 activity (see Chapter Lee), including other modifications of 
p53 itself and phosphorylation of MDM2 by ATM/ATR and the Chk1/Chk2 kinases. Furthermore, 
MDM2, by facilitating the nuclear export/inactivation of p53, becomes part of an inhibitory feedback 
loop (Meek and Hupp 2010). Once activated and stabilized, p53 affects the transcription of many 
genes, among them P21Waf1/Cip1. Transcriptionally up-regulated p21 binds and inhibits the Cyclin-
CDK complexes. In addition, it has been reported that p38 MAPK can directly phosphorylate and 
stabilize p21 and thereby contribute to the G1/S checkpoint (Thornton and Rincon 2009). Inactivation 
of Cyclin D-CDK4 or CDK6 inhibits the phosphorylation of the tumour suppressor protein Rb. This 
results in the release of E2F transcription factor, thereby inhibiting the transcriptional activation of 
E2F-responsive genes essential for DNA synthesis, including Cyclin E and Cyclin A, which as a 





Another mechanism implicated in G1 checkpoint induction is the rapid degradation of Cyclin D1 after 
exposure to IR. This degradation leads to the release of p21 from Cyclin D-CDK4/6 complexes that in 
turn permits inhibitory binding to Cyclin E-CDK2. As this pathway involves transcriptional activation 
after post-translational modification, its full activation requires several hours and is assumed to be 
especially important for the maintenance of G1 arrest through the inhibition of Rb phosphorylation 
(Deckbar et al. 2011). At least transient inhibition of CDK2 in response to DNA damage occurs in 
cells lacking p53 or p21, implying the existence of another pathway that is p53-independent. 
 
THE RESPONSE VIA CDC25A DEGRADATION 
A p53-independent response occurs in the first hour following the introduction of DNA damage and is 
mediated by the inactivation of the phosphatase Cdc25A. This inactivation is regulated by several 
modifications, including phosphorylation of Cdc25A by Chk1 and Chk2 (Chk2 on ser123) (Mailand et 
al. 2000; Boutros et al. 2006). Such phosphorylation leads to Cdc25A’s nuclear exclusion and 
ubiquitin-mediated proteolytic degradation by the proteasome. This results in persistent inhibitory 
phosphorylation of CDK2 on Thr14/Tyr15 and thus inhibition of the Cyclin E-CDK2 complex. 
 
Recent work indicates that degradation of Cdc25A is regulated by phosphorylation by the Polo-Like 
Kinase 3 (PLK3) (Myer et al. 2011) and that p38 MAPK can also phosphorylate Cdc25A to promote 
its degradation (Thornton and Rincon 2009) (Fig. 5). Although the specific target(s) for Cdc25B and 
Cdc25C are not clear, some data indicate that these two isoforms cooperate with Cdc25A to promote 
S-phase entry (Boutros et al. 2006). The Cdc25A-mediated mechanism may contribute to genomic 
stability by imposing a cell cycle block and preventing excessive damage accumulation before the 
p53-p21 pathway ensures a more sustained proliferation arrest. Deregulation of either mechanism may 
cause genomic instability. The over-abundance of Cdc25A found in subsets of aggressive human 
cancers might prevent its timely degradation in response to DNA damage, and thus, provide a growth 
advantage through escape from the G1-S arrest and the propagation of genetic abnormalities (Mailand 
et al. 2000). 
 
The major biological mission of DNA damage checkpoints is to allow time to repair the damage so 
that checkpoint-arrested cells can eventually resume cell cycle progression and continue their 
physiological program. Until recently, however, very little was known about the molecular basis of 
such checkpoint termination and recovery. Currently, the only described mechanisms that promote 
recovery are those responsible for recovery from the G2 checkpoint (see paragraph on G2/M 
checkpoints). Nevertheless, we know that the G1/S checkpoint is not permanent, as cells can be 
released from it, and that the duration of arrest increases with dose of damaging agent.  
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The G1/S checkpoint is highly sensitive to the presence of DNA DSBs (Huang et al. 1996), but two 
aspects compromise its efficacy: at early time points after irradiation, S-phase entry is slowed but not 
abolished and, once activated, G1/S arrest is ineffici
a marker of DSBs, to escape from arrest and enter S phase. Both routes can lead to chromosome 
breakage in the subsequent G2 phase (Deckbar et al. 2010). More recently, Deckbar et al. showed that 
the G1/S checkpoint is induced after exposure to doses of IR as low as 100 mGy, that there is a dose-
dependent response, and that the early Chk2/Cdc25 process is likely to be less sensitive at inhibiting 
CDK activity than the late p53/p21 process (Deckbar et al. 2011). 
 
The major role of the p53 protein in preventing entry into S-phase has important consequences for 
tumour treatment (see Chapter Lee). Indeed, many cancer cells are deficient for p53 and fail to 
establish a G1 arrest in response to DNA damage, thus in these tumours, the G2 checkpoint has to be 
targeted for therapy. 
 
THE INTRA-S CHECKPOINTS 
 
Although the vast majority of cells in an adult organism are in G1 at any given time, damage occurring 
during S phase can interfere with the DNA replication machinery and lead to serious genomic 
abnormalities. Not surprisingly, cells have therefore developed mechanisms that detect DNA damage 
during S phase and transiently halt the firing of replicons still waiting to be replicated (Iliakis et al. 
2003). There is a wider spectrum of DNA repair and checkpoint pathways available in S phase 
compared with the other cell cycle phases, and the precise nature of the cellular response in S phase 
and the ultimate fate of the responding cell depends, at least in part, on the identity and magnitude of 
the causative insult that threatens genome integrity.  
 
The molecular mechanisms of S phase progression control are the least well defined of all the cell 
cycle checkpoints. However, responses can involve both active replication fork slowing and 
suppression of the replication origin firing (Grallert and Boye 2008). When DNA synthesis is blocked, 
additional replication checkpoint responses are required to stabilize stalled replication forks (fork 
stabilization) and delay the onset of mitosis until DNA replication is complete (S-M checkpoint) 
(Branzei and Foiani 2010; Smith et al. 2010). All these checkpoint responses are closely coordinated 
and share some components (Bartek et al. 2004). In response to DSBs induced by IR, at least two 
pathways are involved: the ATM/ATR-Chk1/Chk2-Cdc25A-CDK2 pathway and the NBS1-dependent 
pathway, which includes the ATM/NBS1/Smc1 and the ATM/Nbs1/FANCD2 pathways (Fig. 6) 
(Falck et al. 2002). Chk1 activation via ATR plays a dominant role in response to replication stresses 
(the replication checkpoint), but Chk1 is also required for amplification of a DSB-initiated Cdc25A 




distinguish three distinct S phase checkpoints: the replication checkpoint and the S-M checkpoint, 
which both respond to problems with DNA replication and appear to be active even during 
unperturbed cell cycles, and the replication-independent intra-S checkpoint, induced by a DSB, on 
which we will focus next. 
 
Defects in the intra-S checkpoint response to IR result in the inability of cells to reduce the rate of 
DNA replication when irradiated, a phenomenon that is known as radioresistant DNA synthesis (RDS). 
The assay for measuring RDS has become a “gold standard” to test whether or not any new candidate 
protein is required for the intra-S checkpoint. New techniques allowing the visualization of DNA 
replication at the single cell and single DNA molecule level will enable more detailed investigations 
into the regulation of elongation and fork velocity and their molecular effectors (Conti et al. 2007). 
For example, Conti et al. recently showed that the intra-S phase checkpoint consists of at least two 
main mechanisms: one operating on origin firing and the other on ongoing replication forks, with the 
contribution of the two mechanisms varying from organism to organism. The same checkpoint 
proteins have been suggested to control these two distinct mechanisms (Grallert and Boye 2008). 
 
Given the growing number of proteins that are required for the proper activation and/or execution of 
the intra-S checkpoint, and thereby the prevention of RDS, the question arises as to whether all these 
proteins contribute to one of the two known effector branches of the checkpoint, or whether there are 
other downstream mechanisms that delay DNA replication. After exposure to a genotoxic stress such 
as IR, ATM is activated and phosphorylates several components of the intra-S checkpoint, including 
Chk2. A downstream target of Chk2 is Cdc25A, whose phosphorylation leads to proteolytic 
degradation by the proteasome in a process similar to that described above for the G1/S checkpoint. 
Degradation of Cdc25A will deprive the cell of an essential activator of CDK2, either in association 
with Cyclin A or Cyclin E, and will block replicon firing by inhibiting Cdc45 and other cellular targets 
(Fig. 6). The ATM/Chk2/Cdc25/Cdc45 axis forms a rapid response system. Interference with this 
cascade at any step downstream of ATM results in RDS. The role of Chk1 is more complex. It was 
shown that RDS after disruption of Chk1 correlates with the accumulation of non-degradable, hypo-
phosphorylated Cdc25A (Iliakis et al. 2003) and that phosphorylation of Chk1 is a prerequisite for the 
IR-induced cascade to degrade Cdc25A (Sorensen et al. 2003). Experimental evidence suggests that 
Chk1 and Chk2 operate through the same mechanism and have a partially redundant role in the 
cascade. 
 
The Nbs1-dependent branch is less well understood (Falck et al. 2002). It is initiated by the 
phosphorylation of NBS1 on Ser343 by ATM, an event that is required for the activation of the Nbs1-
Mre11-Rad50 complex. Other targets of ATM and potentially ATR have been identified as being 
necessary for the proper execution of the intra-S checkpoint, including SMC1 and FANCD2. 
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Phosphorylation of Ser957 and/or Ser966 of SMC1 by ATM is required for the activation of the S-
phase checkpoint in response to IR, and this modification is dependent on the phosphorylation of 
NBS1 by ATM (Yazdi et al. 2002). In addition, Taniguchi et al. showed that the ATM-dependent 
phosphorylation of FANCD2 on Ser122 is obligatory for the IR-induced S-phase checkpoint and is 
dependent on NBS1 and Mre11. How this phosphorylation establishes the checkpoint and if there is a 
functional link between the two downstream proteins SMC1 and FANCD2 remains to be established 
(Nakanishi et al. 2002; Taniguchi et al. 2002; Bartek et al. 2004). The mediator protein BRCA1 might 
also operate in the NBS1-dependent branch of the checkpoint, as its function is required for the 
checkpoint associated phosphorylation of SMC1. On the other hand, BRCA1, as well as the other 
mediator proteins, 53BP1 and MDC1, might contribute, possibly in a partly redundant manner, to the 
upstream events that amplify or modulate the activity of ATM and/or its interaction with the different 
substrates (Fig. 6) (Goldberg et al. 2003; Bartek et al. 2004). The effector mechanism through which 
the NBS1/SMC1/FANCD2 branch of the checkpoint inhibits DNA synthesis remains to be elucidated. 
 
ATM and ATR are both required for maintaining replication fork stability and promoting the restart of 
collapsed replication forks. Furthermore, recent observations clearly show an involvement of the 
MRN complex activity in these processes, in an ATM-dependent manner (Garner and Costanzo 2009).  
 
By contrast to cells in G1 or G2, cells that experience genotoxic stress during DNA replication only 
delay their progression through S phase in a transient manner, and if damage is not repaired during 
this delay, they exit the S phase and arrest later after reaching the G2 checkpoint. 
 
THE G2/M CHECKPOINTS 
 
A large majority of cancer cells that have defective p53 fail to establish a G1 arrest in response to 
DNA damage, but arrest in G2 instead, showing that apart from p53, additional mechanisms exist to 
prevent entry into mitosis with damaged DNA (Reinhardt & Yaffe, 2009). The cellular arrest that 
blocks progression from the G2 phase to mitosis after IR exposure was one of the first effects of 
radiation to be documented and investigated. It is the best defined of the cell cycle checkpoints, 
especially in terms of maintenance and recovery.  
 
The G2/M checkpoint response is complex and can be mediated by a number of signaling pathways, 
including ATM, ATR and more recently the p38 MAPK pathway (Reinhardt and Yaffe 2009). G2 
arrest is imposed by blocking activation of the mitotic Cyclin B-CDK1 complex by preventing the 
removal of the inhibitory Thr14/Tyr15 phosphorylation of CDK1, which was added earlier in the cell 
cycle by the kinases Myt1 and Wee1, respectively. This blockage is achieved, at least in large part, via 




phosphorylation to rapidly activate the Cyclin B-CDK1 complex and trigger the onset of mitosis 
(Smith et al. 2010). Another pathway leading to Cyclin B-CDK1 inhibition that involves p53 has been 
described, but the exact function of this pathway in regulating G2/M arrest is not fully understood 
(Deckbar et al. 2011) (Fig. 7). 
 
THE CDC25 PATHWAY 
The Cdc25C phosphatase has a central role in the regulation of CDK1 activity; as a consequence, 
several pathways of regulation appear to converge here. Inhibition of Cdc25C is elicited by 
phosphorylation of Ser216 by Chk2 and Chk1. The inhibition is mediated by binding of the 
phosphorylated form of Cdc25C to the 14-3-3 protein, which renders Cdc25C catalytically less active 
and causes its sequestration in the cytoplasm, thereby blocking its interaction with Cyclin B-CDK1 
(Iliakis et al. 2003). Cdc25C was the first Cdc25 phosphatase identified in the G2 checkpoint pathway, 
but all Cdc25s (A, B and C) shuttle between the nucleus and the cytoplasm in G2 and participate in 
Cyclin B-CDK1 activation (Lindqvist et al. 2009). Indeed, they can all be phosphorylated and bind to 
14-3-3 protein, and thus, can be degraded following DNA damage in G2 (reviewed in (Boutros et al. 
2006)). For example, some data show that Cdc25A is phosphorylated by Chk1, and this modification 
is required to prevent mitosis entry (Zhao et al. 2002). Notably, Cdc25A seems to be the only 
indispensable Cdc25 phosphatase for mitotic entry in mice (Ferguson et al. 2005).  
 
Inhibition of Cyclin B-CDK1 can also be achieved by phosphorylation of Cdc25C or Cdc25B by the 
MK2 protein, which is a downstream effector of p38 MAPK. Although p38 is not directly 
phosphorylated by ATM, the activation of the p38/MK2 branch of the checkpoint has been reported to 
be ATM-dependent (Thornton and Rincon 2009).  
 
When active, CDK1 activates Cdc25C, stabilizes Cdc25A, affects the localization of Cdc25B, and 
inhibits Wee1 and Myt1 kinases. Thus, via an inner feedback loop, Cyclin B-CDK1 can stimulate its 
further activation by directly activating its activators and deactivating its inactivators (Lindqvist et al. 
2009). DNA damage also regulates CDK1 activity by regulating Cyclin B expression levels and 
subcellular localization (Iliakis et al. 2003). Additional regulation of Cdc25-CDK1 pathway is driven 
by two proteins of the PLK family, PLK1 and PLK3. PLK1 is activated by phosphorylation in an 
ATM-dependent manner and promotes mitotic entry by phosphorylation of Cdc25C. Initial 
phosphorylation of PLK1 is conducted by Aurora-A kinase, its activation being dependent on Bora 
(Strebhardt 2010), which is also activated by CDK1. In addition, Wee1 and Myt1 are targets of PLK1. 
These PLK1-dependent modifications constitute another feedback pathway to regulate Cyclin B-
CDK1 activity (Lindqvist et al. 2009; Deckbar et al. 2011). PLK3 has been shown to phosphorylate 
Cdc25C, contributing to its sequestration in the cytoplasm (van de Weerdt and Medema 2006). 
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There is evidence for an involvement of BRCA1 in the G2 checkpoint, either through ATM/ATR or 
possibly by directly activating CHK1 (Iliakis et al. 2003). It was shown that phosphorylation of 
BRCA1 on ser1423 by ATM is required for G2/M checkpoint induction (Xu et al. 2001), that BRCA1 
is essential for activating Chk1, and that BRCA1 regulates the expression of Wee1 and the 14-3-3 
family of proteins (Yarden et al. 2002; Yan et al. 2005). All of these mechanisms lead to G2 arrest 
through the regulation of CDK1 activity. In addition, BRCA1 can be phosphorylated by ATR and 
Chk2 (Deng 2006).  
 
THE G2 CHECKPOINT MAINTENANCE 
In order for cells to survive DNA damage, it is important that cell cycle arrest is not only initiated, but 
also maintained for the duration of time necessary for DNA repair. The existing data suggest that 
inactivation of a checkpoint response is an active process that requires dedicated signaling pathways.  
Long term CyclinB-CDK1 silencing for a sustained G2/M phase checkpoint requires transcriptional 
induction of endogenous CDK1 inhibitors (e.g. p21, Gadd45 and 14-3-3) via p53-dependent or p53-
independent (e.g. via BRCA1) mechanisms that also involve Chk1. 
 
Pathways such as those involving p53, which depend on changes in the transcription of target genes, 
act slowly and are mainly involved in checkpoint maintenance. Such a pathway, which involves the 
transactivation of CDK-inhibiting proteins, has a major role in controlling G1 arrest, but also 
contributes to the maintenance of the G2 checkpoint (Bunz et al. 1998). Smits et al. showed that p53-
dependent activation of p21 results in the inhibition of Thr161 phosphorylation of CDK1, allowing G2 
arrest to be sustained (Smits et al. 2000b). In addition, p53 can control the G2 checkpoint 
independently of p21 through transcriptional repression of mitotic inducers, including Cyclin B, 
Cdc25B and PLK1 (Medema and Macurek 2011a). 
 
The p38/MK2 pathway was shown to be critical for long-term maintenance of the G2 checkpoint 
through phosphorylation and, as a consequence, activation of p53 (Thornton and Rincon 2009), and 
also through stabilization of p27Kip1, which can further suppress any residual CDK activity in case 
the DNA damage persists (Medema and Macurek 2011a). 
 
CHECKPOINT RECOVERY 
When DNA lesions are successfully repaired, cells re-enter the cell cycle in a process called recovery. 
The G2 checkpoint switch-off requires fully activated Wip1 phosphatase and PLK1 kinase, with 
depletion or inhibition of PLK1 completely blocking checkpoint recovery. To be fully activated, PLK1 
needs to be phosphorylated at Thr210, an event that is carried out by the Aurora-A kinase together 
with its cofactor Bora in late G2, likely initially on centrosomes. To promote recovery, PLK1 targets 




mediated degradation, phosphorylation of Myt1 and activation of Cdc25C (and probably Cdc25B) via 
its phosphorylation, which promotes nuclear translocation (Bartek and Lukas 2007; Medema and 
Macurek 2011a). An additional feedback loop is formed in which Cyclin B-CDK1 stimulates its own 
activation through stimulation of PLK1 activation (Lindqvist et al. 2009). In addition to these targets 
in or downstream of the ATR-Chk1 pathway, targets of PLK1 have been more recently described in 
the ATM-Chk2 pathway. Van Gut et al. showed that 53BP1 interacts with PLK1 and is 
phosphorylated by Cyclin B-CDK1 and PLK1, and that PLK1 phosphorylates Chk2, leading to the 
abrogation of their association and the inhibition of Chk2 kinase activity (van Vugt et al. 2010; van 
Vugt and Yaffe 2010). PLK1 also targets p53, where they physically interact, and phosphorylation of 
p53 by PLK1 inhibits its transactivation activity, including the induction of p21 (Ando et al. 2004; van 
de Weerdt and Medema 2006). In summary, multiple feedback loops affect Cyclin B-CDK1 at several 
levels, ranging from direct activation to enhancing the concentration of mitotic entry network 
components through the regulation of transcription and specific recruitment to defined subcellular 
sites (reviewed in Lindqvist et al. 2009). 
 
The activation of the PLK1-dependent pathways during checkpoint arrest counteracts the checkpoint 
pathways. PLK1 activity is essential but not sufficient for checkpoint recovery, indicating that 
additional control mechanisms exist. These pathways involved in G2 checkpoint termination act by 
counteracting the activity of the checkpoint kinases ATM and ATR, and engage protein phosphatases 
that remove phosphates from Chk1, Chk2, p53 and the damage signal amplifying histone variant 
H2AX (Freeman and Monteiro 2010). Multiple phosphatases participate in the inhibition of this DDR 
pathway, among them being PP1, PP2A and Wip1. Wip1 seems to play a central role because it 
specifically recognizes a p(S/T)Q motif, which is phosphorylated mostly by the ATM/ATR kinases. 
Among the many substrates of Wip1, p53 seems to have a special role in the G2 checkpoint recovery. 
Wip1 can regulate p53 by multiple mechanisms, including direct dephosphorylation, activation of 
Mdm2, which targets p53 for proteasomal degradation, and activation of MdmX, which directly 
inhibits the transcriptional activity of p53. This regulation is absolutely indispensable for recovery.  
Indeed, when cells depleted of Wip1 are treated with a DNA damaging agent, expression of Cyclin B 
(as well as a number of other cell cycle regulatory proteins) decreases below the minimal level 
required for recovery, due to an excessive activation of p53 (Medema and Macurek 2011a). P53 is also 
negatively regulated through direct dephosphorylation by PP1 and PP2A. Chk1 phosphorylation and 
activity are regulated by PP1, PP2A and Wip1, and Chk2 was found to be regulated by PP2A and 
Wip1 (Freeman and Monteiro 2010; Medema and Macurek 2011b). In addition, PP1 can 
dephosphorylate BRCA1 and ATM, ATR and Chk2 phosphorylation sites. 
 
CELL CYCLE DEPENDENCE: TWO DISTINCT G2/M CHECKPOINTS 
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It is important to note that the network of interactions regulating progression through G2 after DNA 
damage is further complicated by the fact that the checkpoint mechanism will be determined by the 
phase of the cell cycle where the DNA damaging agent was used. Indeed, Xu et al. have shown, after 
exposure to IR, the existence of two molecularly distinct G2/M checkpoints : (1) the “immediate G2 
arrest”, which is triggered rapidly in cells in G2 at the time of irradiation, is ATM-dependent (for 
doses above 0.5 Gy), transient and dose-independent (for doses above 2 Gy) and is characterized by an 
abrupt reduction in the mitotic index, and (2) the “ G2 accumulation”, which affects cells that reach 
G2 after traversing S-phase and develops over many hours, is ATM-independent, dose-dependent and 
reflected by an accumulation of cells in G2 (Xu et al. 2002; Fernet et al. 2010). The underlying 
mechanisms for either checkpoint response are not fully understood. The experimental data suggest a 
more stringent requirement for ATM-dependent DSB processing for rapid and efficient checkpoint 
activation in G2 than in S phase, but there is a  lack of understanding of the relative contribution of 
ATM/Chk2 and ATR/Chk1 (and p38) signaling pathways to control the G2 to M transition. Whether 
one kinase is able to compensate for the other, or if the role of each simply varies as a function of cell 
type and/or type of DNA lesion is not yet well understood (discussed in Smith et al. 2010). 
 
LIMITATIONS OF THE G2/M CHECKPOINT 
Some studies demonstrated that tumour cells can divide in the presence of unrepaired DBSs several 
hours after IR and G2/M checkpoint activation, suggesting that the phenomenon described in yeast 
and Xenopus called “adaptation” may exist in human cells. More recently, it has been shown that 
mitotic entry in the presence of unrepaired DSBs represents a physiological process that occurs even 
in non-transformed cells. While one single DSB is enough to induce the G2/M checkpoint, it is 
abrogated in the majority of cells when they harbor between 10-20 unrepaired DSBs. Thus, although 
being rapidly activated (in contrast to G1/S checkpoint), the G2/M checkpoint also has inherent 
insensitivity (Deckbar et al. 2011). In addition, a dose higher than 0.5-1 Gy is needed to fully initiate 
the G2/M checkpoint. 
 
THE MITOTIC CHECKPOINTS 
 
A number of checkpoint proteins, including ATM, ATR, BRCA1, Chk1, Chk2 and p53, have been 
detected at centrosomes, which are the organizing centers for the microtubules, and notably, there is 
increasing evidence that CDK1 activation needs to be coordinated with centrosomal processes to start 
mitosis (Golan et al. 2010). It has been shown that Cdc25B is phosphorylated by the aurora-A kinase 
at the centrosome upon entry of cells into mitosis; this phosphorylation is Chk1-dependent and results 
in the activation of CDK1 (Cazales et al. 2005). Such events, occurring at centrosomes, are thought to 




checkpoint proteins at the centrosomes could serve as points of cross-regulation for the DDR and 
mitotic spindle processes (Golan et al. 2010). 
 
During unperturbed mitosis, the spindle assembly checkpoint (SAC or mitotic checkpoint) ensures that 
chromosome segregation is correct by preventing anaphase onset until all chromosomes are properly 
attached to the spindle. Many DDR proteins, such as ATM, Chk1, Chk2, BRCA1 and BRCA2, have 
been reported to participate in this checkpoint as well (Yang et al. 2011a). Compared with the DNA 
damage responses during G2, considerably less is known about these responses during mitosis.  How 
exactly mammalian cells respond remains a contentious issue, and the link between the SAC and the 
control of mitosis progression after DNA damage remains unclear. Smits et al. reported that DNA 
damage in mitotic cells induces a mitotic exit block via an ATM-dependent inhibition of PLK1 (Smits 
et al. 2000a), and more recently, activity of PLK1 has been shown to be regulated by the phosphatase 
PP2A in an ATM/ATR-dependent manner. Moreover, inactivation of PLK1 seems to lead to an 
increase of cells in G2 after DNA damage in mitosis, suggesting that prometaphasic cells might revert 
and remain in G2 (Chow et al. 2003; Jang et al. 2007). Data from Mikhailov et al., however, has 
shown that extensive damage is required to delay the exit from mitosis and that this delay is not due to 
an ATM-mediated DNA damage checkpoint pathway, but occurs via the SAC (Mikhailov et al. 2002). 
In addition, DNA damage signaling has been found to be reduced in mitotic cells, with full activation 
only ensuing when a DSB-containing mitotic cell enters G1 (Giunta et al. 2010). In contrast, Huang et 
al. showed that DNA damage does not just delay mitotic exit, but blocks it, leading to mitotic 
catastrophe, and that in BRCA1- or Chk1-deficient cells, this DNA damage checkpoint is 
compromised (Huang et al. 2005). It is thus tempting to speculate that the mechanisms controlling the 
mitotic progression in the presence of DNA damage may be dependent on the type and level of DNA 
damage. More investigations are required to clarify this question, but clearly ATM/ATR and 
Chk1/Chk2 are implicated in these processes.  
 
TARGETING ATM/ATR PATHWAYS IN THERAPY 
 
As discussed above, the PIKK protein kinases ATM and ATR and their down-stream effector proteins 
Chk1and Chk2 control many aspects of the DDR, making them important targets for drug 
development for the treatment of malignant tumours. The over-arching rationale for such drug 
development is that the induction of DNA damage by chemotherapeutic drugs or radiotherapy in 
conjunction with the inhibition of DNA repair and/or cell cycle control in rapidly proliferating cells 
will result in increased cell death. Cancer cells often have defects in components of these signaling 
cascades, resulting in a greater dependence on the remaining functional processes. For instance, TP53 
is mutated in many human cancers (Olivier et al. 2010) and homologous recombination repair is often 
found to be defective in certain genetic backgrounds through mutations or epigenetic silencing 
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(Cerbinskaite et al. 2012). Such deficiencies in tumour cells can be targeted using approaches such as 
synthetic lethality, where a drug or combination of drugs will cause the death of the tumour cell, while 
sparing proficient cells (see Chapters Powell and Curtin). Significantly, there is emerging evidence 
that checkpoint kinase inhibitors will have single-agent activity in cancer cells with specific defects in 
DNA repair (see (Garrett and Collins 2011; Ma et al. 2011) for discussions on these issues).   
 
SMALL MOLECULE INHIBITORS OF ATM AND ATR 
 
As reviewed by Bolderson et al., the first evidence that ATM might be an attractive target for 
chemotherapy was that cells from A-T patients are exquisitely sensitive to radiation and that the 
nonspecific PIKK and PI3K inhibitors wortmannin and caffeine increase cellular sensitivity to 
radiation and chemotherapeutic drugs (Bolderson et al. 2009). Unfortunately, both compounds lack 
specificity, and caffeine cannot be administered at high enough doses for use in therapeutic settings. 
By screening a combinatorial library based around the nonspecific PI3K and DNA-PK inhibitor 
LY294002, a highly specific small molecule ATP competitive inhibitor of ATM, 2-morpholin-4-yl-6-
thianthren-1-yl-pyran-4-one (named KU-55933), was identified (Hickson et al. 2004). The IC50 for 
KU-55933 is 12.9 ± 0.1 nmol/L. Counter-screening this molecule against other members of the PIKK 
family demonstrated that KU-55933 exhibits at least a 100-fold differential in selectivity, and at a 
single point concentration of 10 μmol/L KU-55933, did not significantly inhibit any of the 60 kinases 
in a commercially available test panel. This inhibitor can efficiently sensitize a number of cell types, 
including human melanoma cells and prostate cancer cells, to the cytotoxic effects of IR and to DNA 
DSB-inducing chemotherapeutic agents, such as camptothecin and etoposide (Hickson et al. 2004; 
Ivanov et al. 2009; Shaheen et al. 2011). An improved analogue of KU-55933 (KU-60019) with Ki 
and IC50 values half of those of KU-55933 has been reported that is 10-fold more effective than KU-
55933 at blocking radiation-induced phosphorylation of key ATM targets in human glioma cells 
(Golding et al. 2009). Rainey et al. have also reported the development of another non-toxic rapidly 
reversible inhibitor of ATM function, CP466722. Using clonogenic survival assays, they showed that 
transient inhibition of ATM using this inhibitor was sufficient to sensitize cells to IR, suggesting that 
therapeutic radiosensitization may only require ATM inhibition for short periods of time (Rainey et al. 
2008). There are also some indications that inhibitors of the ATM-mediated DDR may sensitize cells 
that are deficient in other repair pathways. For instance, Kennedy et al. showed that Fanconi anemia 
(FA) pathway-deficient tumour cells (see Chapter Brosh) were hypersensitive to the loss of ATM and 
that FA complementation group G- (FANCG-) and FANCC-deficient pancreatic tumor lines were 
more sensitive to the ATM inhibitor KU-55933 than the isogenic corrected lines (Kennedy et al. 2007). 
Such observations and the findings that FA genes are disrupted in a range of cancers (Valeri et al. 
2011) may open up new therapeutic options, including ATM inhibitors for specific subsets of cancers.  





Preclinical studies investigating the impact of ATR inhibition have been hampered until recently by 
the lack of ATR specific inhibitors. ATR kinase activity is also inhibited by caffeine and wortmannin 
but, as discussed above, both agents inhibit multiple PIKKs. The natural product, schisandrin B, which 
is commonly used in traditional Chinese medicine for the treatment of hepatitis and myocardial 
disorders, is slightly more specific for ATR, but additional studies are required to determine the 
clinical feasibility of using schisandrin B as a sensitizing agent for anti-cancer therapy (Nishida et al. 
2009) Chen et al. (Chen et al. 2011) have recently reviewed the progress in the development of novel 
small molecule ATR inhibitors and the findings that two agents designed to inhibit other kinases are in 
fact efficient ATR inhibitors: the inhibitor NU6027, originally designed as a CDK2 inhibitor, was 
more efficient at inhibiting cellular ATR activity (Peasland et al. 2011), and Toledo et al. showed that 
NVP-BEZ235, a dual PI3K and mTOR inhibitor that is currently in phase 1/2 clinical trials for 
advanced solid tumours, is also very potent against ATM, ATR and the catalytic subunit of DNA-
PKcs (Toledo et al. 2011). In addition, Mukherjee et al. have reported cross-inhibition of ATM and 
DNA-Pkcs by NVP-BEZ235 that is associated with a very high degree of radiosensitization 
(Mukherjee et al. 2012). As these authors discussed, this cross-reactivity may have important clinical 
implications in such that combining the drug with certain genotoxic chemotherapy could result in 
systemic toxicity and limit therapeutic gain. On the other hand, radiotherapy, like surgery, is a local 
treatment, and its efficacy could be significantly enhanced by the use of potent radiosensitizers, such 
as NVP-BEZ235, while minimizing normal tissue toxicity.    
 
CHK1 AND CHK2 INHIBITORS 
 
The first small molecule inhibitor used to investigate the impact of Chk1 and Chk2 inhibition was the 
staurosporine inhibitor UCN-01. Treatment with this compound led to G2/M checkpoint activation in 
IR-treated p53-deficient tumour cells (Graves et al. 2000), suggesting that the inhibition of these 
checkpoint kinases could be a promising therapeutic approach in p53-deficient tumours. UCN-01 has 
been tested in Phase I trials either as a single agent or in combination with a variety of 
chemotherapeutic agents (see Table 1 and references therein). Results indicate that UCN-01 has 
disappointing pharmaco-kinetic profiles and limited antitumour effects. In addition, UCN-01 inhibits 
several other kinases, including CDK1 and CDK2, complicating the mechanisms of action, as 
inhibitors of these checkpoint kinases  would induce a cell cycle arrest, as opposed to the checkpoint 
abrogation produced by Chk1 and Chk2 inhibition. Such events may be responsible for some of the 
normal tissue toxicity seen in Phase I clinical trials, such as the increased myelo-suppression when 
used in combination with topotecan compared to topotecan alone (see (Ma et al. 2011) and references 
therein). However, the promising preclinical results obtained with UCN-01 spurred the pharmaceutical 
industry to develop and characterize more potent and kinase specific inhibitors. Most are ATP-
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competitive, but with varying potencies and specificities, and interestingly, are very structurally 
diverse. The majority that have reached Phase I or II clinical trials (XL-884, AZD-7762, PF-00477736, 
LY2606368 and LY2606368) are all dual Chk1/Chk2 inhibitors. Only one Chk1 inhibitor, 
SCH900776, has reached this stage of clinical assessment, and all of the more recently developed 
Chk2 specific inhibitors are still in preclinical stages of investigation (Table 1).  
 
CLINICAL TRIALS OF CHK1/CHK2 INHIBITORS  
 
XL-884 (EXCEL-9844) is a potent ATP competitive, aminopyrazine carboxamide dual Chk1/Chk2 
inhibitor that has been well characterized preclinically and was investigated in one of the first Phase I 
trials initiated in September 2005. Increased gemcitabine-induced Chk1 phosphorylation at Ser317, 
and in parallel, elevated levels of phosphorylated H2AX were found in XL-884 treated cells, 
suggesting that Chk1 inhibition leads to increased DNA damage and hence increased upstream 
signaling from ATR. No concomitant downstream degradation of Cdc25A or activation of the S-phase 
checkpoint was seen. Taken together, these markers indicate a greatly increased level of DNA damage 
resulting from the combination treatment relative to the treatment with the antimetabolite gemcitabine 
alone. This nucleoside analogue is incorporated into replicating DNA to produce strand breaks and 
also depletes the nucleotide intermediate pool through inhibition of ribonucleotide reductase, leading 
to an S-phase arrest that requires functional Chk1 signaling. In vitro studies have also shown that XL-
884 is able to release the S-phase cell cycle arrest induced by gemcitabine, with the treated cells 
having a premature entry into mitosis and the induction of cell death through mitotic catastrophe. 
Furthermore, XL-884 treated cells are markedly more sensitive to the cytotoxic effects of gemcitabine, 
an effect seen across a panel of diverse solid tumour cell types. In vivo XL-884 in combination with 
gemcitabine was shown to result in tumour growth inhibition in a PANC-1 ectopic xenograft model, 
and in combination with daunorubicin, it caused a significant increase in median survival in a chronic 
myeloid leukemia model. Based on these observations, XL-884 entered into Phase I trials for 
leukemias and lymphomas as a single agent as well as in combination with gemcitabine, but drug 
development has reported to be have been discontinued (see Table 1, (Ashwell et al. 2008; Garrett and 
Collins 2011)) and references therein)  
 
AZD7762 is a potent and relatively selective thiophene carboxamide urea-based Chk1/Chk2 inhibitor 
that did not inhibit either cyclin-dependent kinases or protein kinase isoforms and abrogated the G2/M 
checkpoint induced by campothecin in HT-29 adenocarcinoma cells. Subsequent studies showed that 
the compound enhances the antitumor activity and abrogates S- and/or G2-phase checkpoints 
mediated by a wide panel of both antimetabolites and DNA damaging agents, including IR in various 
p53-deficient models and isogenic cell lines depleted for p53. These data support the hypothesis that 




background (see Table 1 and references there in). Biomarker studies assessing the formation of 
phosphorylated Chk1 (Ser345) and H2AX have provided evidence of increased levels of DNA 
damage under such experimental conditions. Indeed, a molecular signature for pharmacological Chk1 
inhibition has emerged from such studies, consisting of a dose dependent inhibition of gemcitabine 
induced Chk1 auto-phosphorylation on Ser296, inhibition of depletion of Cdc25A, decrease in pTyr15 
CDK1, and increases in gamma H2AX and PARP cleavage, which are indicative of increased DNA 
damage and apoptosis, respectively (reviewed in Garrett & Collins 2011). In a number of xenograft 
models, AZD7762 overcomes topotecan-induced cell cycle arrest in a pharmacodynamic model in a 
dose-dependent manner and potentiates the effects of gemcitabine and irinotecan (Ashwell and 
Zabludoff 2008). Three phase one clinical trials are being conducted with AZD7762 (Table 1). 
 
PF-473336 is a potent diazepinoindolone Chk1 inhibitor with a moderate selectivity over Chk2 (Table 
1), but also inhibits several other tyrosine or serine/threonine kinases. Preclinical data for PF-473336 
has been reported (see Table 1 and references therein). In vitro the compound abrogates the cell cycle 
arrests induced by several DNA damaging agents. Chemopotentiation and radiopotentiation was 
shown to be p53-dependent, with cytoxicity enhanced in p53 defective tumour lines. PF-473336 also 
enhances the antitumour activities of docetaxel, an antimicrotubule agent that prevents 
depolymerisation of microtubules during mitosis and activates the mitotic checkpoint, in colon and 
breast cancer xenograft models, opening up the possibility for using Chk1 inhibition in combination 
with antimitotic agents. Preliminary data from the phase I trial of gemcitabine in combination with PF-
473336 was reported at the 2010 ASCO meeting; however, it has been reported that Pfizer has 
discontinued its further development (see Table 1 and references therein).  
 
SCH900776 is a potent ATP-competitive pyrazolo[1,5-a]pyrimidine inhibitor that shows the best 
reported selectivity for Chk1 (compared to Chk2) to date and is effective at abrogating both the S- and 
G2-checkpoints caused by IR and various DNA-alkylating agents (Table 1). However, it does inhibit 
CDK2 activity (IC50 = 160nM). This off-target activity might reduce its overall effectiveness 
depending on dosing and scheduling, as the inhibition of CDK2 could induce cell cycle arrest and 
prevent checkpoint bypass in response to Chk1 inhibition. A phase I dose escalation study of 
SCH900776 in combination with gemcitabine in solid tumours was reported at the 2010 ASCO 
meeting (see (Ma et al. 2011) for details) and provided pharmacodynamic evidence of Chk1 inhibition 
at the clinical dose and some partial responses, including stable disease. SCH900776 has also been 
used in Phase I trials for acute leukemia in combination with the anti-metabolite cytarabine.  
 
The second generation inhibitors LY2603618 and LY2606368 have both been through Phase I trials 
(Table 1). LY2606368 is being used as a single agent treatment for advanced cancers, whereas 
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LY2603618 is being tested in Phase II trials for non-small-cell-lung-cancer in combination with 
pemetrexed and in Phase I and II trials for pancreatic cancer in combination with gemcitabine.  
 
DEVELOPMENT OF CHK2 SPECIFIC INHIBITORS  
 
The inhibitors described above are in the majority dual Chk1/Chk2 inhibitors, albeit with varying 
degrees of activity against the two kinases (Table 1). Thus, it is reasonable to assume that clinically 
effective doses are likely to inhibit both, raising the question of which preclinical and clinical 
responses result from Chk1 inhibition as opposed to Chk2 inhibition. This has been addressed to a 
certain extent by making use of specific knock-down of one or the other kinase using for instance 
using small interfering RNA approaches. The knockdown of CHK1 in the presence of endogenous 
Chk2 is sufficient to abrogate S- and G2-checkpoints in cells with DNA damage (Zhao et al. 2002; 
Carrassa et al. 2004). However, CHK2 knockdown in isogenic cell lines does not induce checkpoint 
bypass, nor does its knockdown synergise with CHK1 knockdown to potentiate checkpoint bypass 
after exposure to antimetabolite drugs (Cho et al. 2005; Morgan et al. 2006), suggesting that it is Chk1 
inhibition that enhances the cytoxicity seen. A small number of specific Chk2 inhibitors have been 
identified (Table 1 and references therein), and it will be important to evaluate the pharmacological 
properties of these inhibitors in cell culture. In addition, it will be of great interest to address the p53 
dependence of the responses, a contentious issue that remains to be fully resolved (see for instance 
(Antoni et al. 2007)), and to investigate their anti-proliferative effects as single agents in cancer cells 
with endogenous Chk2 activation before moving onto more advanced preclinical and clinical studies.   
 
COMBINATION THERAPIES AND CHECKPOINT INHIBITORS AS SINGLE AGENTS 
 
As highlighted above, the majority of the preclinical and subsequent clinical trials are evaluating the 
clinical impact of a combination of a Chk1/Chk2 inhibitor with drugs that induce replication stress and 
lead to an S-phase arrest, such as the antimetabolite gemcitabine. Thus, from a mechanistic basis, it 
would be expected that Chk1/Chk2 inhibitors could be used to potentiate the cytotoxicity of other 
replication stress inducing agents, such as the antimetabolite 5-flourouracil (5-FU) that is commonly 
used for the treatment of colon cancer and a range of DNA damaging agents that cause single-strand 
DNA breaks and lead to S-phase arrest. Topoisomerase I inhibitors, such as irinotecan and topotecan, 
which are commonly part of combination therapies for colon, ovarian and lung cancer, would fit into 
this latter category. Indeed, various Chk1 inhibitors have been shown to sensitise human tumour cell 
and xenograft models to topoisomerase I inhibitors (see (Garrett and Collins 2011) for recent review). 
Inhibition of topoisomerase II activity by drugs such as etoposide and doxorubicin also causes cell 
cycle arrest in late S and G2 phase, and there is some data suggesting that Chk1 inhibitors can 




a therapeutic strategy. Promising results in cancer cell lines and xenograft models have been obtained, 
but have not yet been verified in cancer patients. As discussed above, radiotherapy can be considered a 
local treatment, and thus, the use of Chk1 inhibitors as radiosensitizers may increase IR efficacy whilst 
minimizing normal tissue toxicity. Whereas combining Chk2 inhibitors with DNA damaging agents 
remains controversial (see (Antoni et al. 2007; Garrett and Collins 2011)), there is some evidence that 
Chk2 inhibition might have therapeutic potential in combination with PARP inhibition (McCabe et al. 
2006). More recent studies have shown that CCT241533, a potent and selective inhibitor that binds to 
the ATP pocket of Chk2, potentiates the cytotoxicity of PARP inhibitors, but not of other DNA 
damaging agents in a panel of tumour cell lines, including p53-deficient lines This finding supports 
earlier observations and opens new possible therapeutic avenues for such tumours (Anderson et al. 
2011). 
 
DNA repair deficient tumor cells have been shown to accumulate high levels of DNA damage. 
Consequently, these cells become hyper-dependent on DDR pathways, including the Chk1-kinase-
mediated response, implying that DNA repair deficient tumors would exhibit increased sensitivity to 
Chk1 inhibitors as single agent treatments. For example, it has been shown using isogenic pairs of cell 
lines differing only in the FA DNA repair pathway, that FA-deficient cell lines were hypersensitive to 
Chk1 silencing by independent siRNAs, as well as Chk1 pharmacologic inhibition using UCN-01. In 
parallel, a siRNA screen designed to identify genes that are synthetically lethal with Chk1 inhibition 
identified factors required for FA pathway function (Chen et al. 2009). Chk1 has also emerged as the 
most potent hit from a siRNA screen of the protein kinome in neuroblastoma cell lines, suggesting that 




There are a number of outstanding issues that will need to be resolved before the potential of Chk1 
and Chk2 inhibitors can be fully realized. For instance, the optimization of their use alone or in 
combination will be complex, as there are many possible combinations and dose-scheduling strategies. 
In addition, there are questions that remain regarding the potential side-effects of kinase inhibition in 
normal tissues, as well as the possibility that toxicity could be exaggerated from the combination of 
these agents with existing chemotherapeutic agents. Chk1 inhibition is also known to cause genetic 
instability, and thus, the long-term risk that therapy related secondary cancer formation could be 
increased needs to be evaluated. Based on recent reviews of the Chk1/Chk2 patent literature (Janetka 
and Ashwell 2009; Lainchbury and Collins 2011), many new compounds will be entering the clinical 
arena. The challenge will therefore be to develop robust biomarkers to assess the efficacy of these new 
potential therapeutic tools and to optimize patient selection if these agents are to achieve maximum 
utility. In this respect, one question that still remains to be fully clarified is whether the p53 status 
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correlates with tumour response in studies that combine DNA damage with Chk1 and/or Chk2 
inhibition. Some of the conflicting reports may be related to the dosing schedules and the integrity of 




The concept and development of DNA repair and checkpoint inhibitors is a field of intense interest 
and as noted above from the recent patent literature seems likely to continue to evolve. In vitro and in 
vivo preclinical data have shown that the inhibition of the DNA damage PIKKs ATM and ATR, or 
their down-stream targets, the Chks, can potentiate the effects of DNA damage.  However, it has to be 
noted that the inhibitors so far developed have not yet completed validation in clinical trials, and 
importantly, none have to date been assessed in combination with radiation. As discussed in this 
Chapter, there are a number of outstanding issues that remain to be resolved including toxicity and 
patient choice. The first generation Chk1 inhibitor UCN01 showed significant limiting toxicity in 
phase I trials, and toxicity has been associated with the second generation inhibitors, yet would appear 
to be drug-specific and might reflect off-target effects. It is hoped that toxicity might be reduced by the 
use of more specific inhibitors in combination with pharmacodynamic biomarkers to follow kinase 
inhibition. The findings that many tumours have lost the expression of one or more of these four 
kinases and that a vast majority of tumours are thought to have a defect in G1 control (Massague 
2004) would suggest that ATM/ATR and the cell cycle kinase inhibitors could be applied to a wide 
background. Determining the molecular profile of individual tissues would allow the variation in 
responses to be better understood and contribute to determining the criteria necessary for the selection 
of appropriate patient populations that would most benefit from such targeted therapies. Clearly, over 
the next decade with access to technologies that will facilitate personalized medicine (see Chapter 
Bell), many of these issues will be resolved, and the new generation potent inhibitors will then find 
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Fig. 1 The roles of ATM and ATR and the checkpoint kinases Chk1 and Chk2 in the DNA 
damage response. Endogenous or exogenous DNA damage (single- and double-strand breaks, 
stalled replication forks, chemical adducts etc.) is detected by and activates the ATR and 
ATM kinases that in turn activate the checkpoint kinases Chk1 and Chk2. The subsequent 
signaling cascades can halt the cell cycle to prevent entry into S-phase (G1/S checkpoint), 
delay progression through S-phase (intra-S or S-phase checkpoint) or stop the cell from 
entering mitosis (G2/M checkpoint). Chk1 also plays a role in the control of the spindle 
assembly checkpoint that can delay chromosome separation in mitosis. The activated kinases 
can also initiate DNA repair processes specific to the nature of the DNA damage and the 
phase of the cell cycle in which the DNA damage occurred and the cell is arrested. If repair of 
the damage fails, prolonged activation of the checkpoint can trigger apoptosis through both 






Fig. 2 Molecular organization of ATR and ATM activation. (A) Model for ATR-ATRIP 
activation by DNA damage. Single-stranded DNA (ssDNA) and the junctions of ssDNA and 
dsDNA (double-stranded DNA) are the basic structural elements that trigger the ATR-ATRIP 
activation. (i) ssDNA is recognized and coated by RPA and (ii) RPA coated ssDNA recruits 
the ATR-ATRIP kinase by interacting with ATRIP, possibly contributing to its activation by 
promoting ATR auto-phosphorylation at Thr1989. The presence of RPA leads to the 
recruitment of the Rad17-RFC complex that loads the 9-1-1 (RAD9-RAD1-HUS1) 
checkpoint clamp to the 5’ recessed junction. TopBP1 is then recruited through interactions 
with phosphorylated ATRIP-ATR and phosphorylated RAD9 within the 9-1-1 complex. 
TopB1’s ATR-activating domain then stimulates the kinase activity of ATR. The subsequent 
phosphorylation of the Chk1 kinase requires the mediator Claspin that recruits Chk1 to the 
damage site (Xu and Leffak 2010; Liu et al. 2011). (B) Model for ATM activation. ATM is 
partly activated and undergoes monomerisation in the vicinity of the break, where it can 
phosphorylate certain substrates like p53. ATM is then recruited to the site of the break by the 
Mre11-Rad50-Nbs1 (MRN) complex and phosphorylates members of this complex and other 
downstream effectors. The activation process involves auto-phosphorylation of serines 367, 
1893, 1981. The protein phosphatase PP2A is constitutively associated with ATM, 
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presumably to ensure that it is not inappropriately activated by auto-phosphorylation. In the 
presence of DNA damage, PP2A dissociates from the inactive ATM dimers and loses its 
activity, thereby minimizing the risk of competition between phosphorylation and 
phosphatase activities. The acetyltransferase TIP60 is also constitutively associated with 
ATM, and in the presence of DNA DSBs, it becomes activated and acetylates (Ac) ATM at 
Lys3016. One of the earliest phosphorylation events is that of the histone H2AX and the 
mediator of DNA-damage checkpoint protein-
a scaffold or platform to ensure the retention of the DNA-damage recognition/repair complex 
on chromatin. The MRN complex binds to MDC1 through NBS1 for retention on chromatin. 
XRCC4, the requisite cofactor of DNA ligase 4 and non-homologous end joining (NHEJ), is 












Fig. 3 Chk1 and Chk2 in the DDR signaling network. DNA damage (e.g., DSBs, SSBs, and 
stalled replication forks) initiates ATR-mediated Chk1 and ATM-mediated Chk2 activation. 
In conjunction with recruited/activated sensors and mediators, ATR phosphorylates Chk1 at 
two canonical sites (Ser345 and Ser317), directly leading to its activation. In contrast, the 
activation of Chk2 involves its  homodimerization and intramolecular trans-auto-
phosphorylation (on Thr383 and Thr387) that is initiated by the phosphorylation of Thr68 by 
ATM. Activated Chk1 and Chk2 then phosphorylate a number of overlapping and distinct 
downstream effectors, which in turn are involved in cell cycle checkpoints (i.e., intra-S-phase, 
G2/M-phase, and G1/S-phase checkpoints), the DNA replication checkpoint, and the mitotic 
spindle checkpoint, as well as DNA repair, apoptosis, and transcription. Consequently, Chk1 
and Chk2 are central kinases for the DDR signaling network, thereby representing particularly 
attractive targets in anticancer therapeutics. 
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Fig. 4 Cyclin-CDKs complexes and their inhibitors involved in cell cycle progression control. 
The cell cycle of eukaryotic cells can be divided into four successive phases: M phase 
(mitosis), in which the nucleus and the cytoplasm divide; S phase (DNA synthesis), in which 
the DNA in the nucleus is replicated, and two gap phases, G1 and G2. The transition from one 
phase of the cell cycle to the next is controlled by cyclin–CDK (cyclin-dependent kinase) 
complexes, which ensure that all phases of the cell cycle are executed in the correct order. 
Progression through the mitotic cycle is driven by the actions of CDKs and their activating 
cyclin subunits. CDK activity is suppressed through interactions with two main families of 
inhibitory proteins (CDK inhibitors or CDKIs): the INK4 family that exhibits selectivity for 
CDK4 and CDK6, and the CIP/KIP family that has a broader range of CDK inhibitory 






Fig. 5 Molecular organisation of the G1/S checkpoint. Cells exposed to DNA damaging 
agents respond by activating ATM and ATR, which rapidly phosphorylate and activate the 
checkpoint kinases Chk2 and Chk1, respectively. In turn, these activated kinases 
phosphorylate Cdc25A, accelerating its degradation through the ubiquitin (Ub)-proteasome 
pathway. The absence of the Cdc25A phosphatase activity “locks” the CDK2 kinase in an 
inactive phosphorylated form, leading to G1 arrest. Another slower pathway involves the 
stabilization of p53 via its phosphorylation by ATM/ATR and Chk1/Chk2 that stabilizes the 
protein by preventing its interaction with Mdm2. Accumulation of a stable and 
transcriptionally active p53 protein results in the induction of a number of genes, including 
P21, which encodes a protein that binds and inhibits the Cyclin E-CDK2 complex. This 
pathway is important for the maintenance of the checkpoint. DNA damage also induces 
degradation of Cyclin D1, disruption of the Cyclin D1-CDK4/6 complex, and release of p21 
that is associated with this complex, allowing p21 to then inhibit CDK2. Although less well 
established, p38 Map Kinase can also contribute to the induction of a G1/S checkpoint 
through the activation of p21 and phosphorylation of Cdc25A, which promotes its 
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degradation. Inhibiting both CDK2 and CDK4/6 kinase complexes leads to the 
dephosphorylation of Rb, inhibition of the release of the E2F transcription factor and, as a 
consequence, inhibition of the E2F-dependent transcription of S-phase genes (see text for 
details). 
 
Fig. 6 Molecular organisation of the intra-S checkpoint. In response to DNA damage, 
ATM/ATR triggers two parallel cascades that cooperate to inhibit replicative DNA synthesis. 
The first operates through the activation of Chk1/Chk2, Cdc25A phosphorylation and 
inhibition of the Cyclin E/CDK2 complex activity (see Fig. 5 and text for details), preventing 
the loading of Cdc45, an essential replication factor, on replication origins, and thus, causing 
delay in S phase progression. A second pathway is initiated by the phosphorylation of NBS1 
and involves the NBS1-dependent phosphorylation of SMC1 and FANCD2. Other targets of 
ATM/ATR and Chk1/Chk2, such as BRCA1, MDC1 and 53BP1, also contribute to the S-







Fig. 7 Molecular organisation of the G2/M checkpoint. In response to DNA damage, the 
G2/M checkpoints are exerted through p53-dependent and p53-independent pathways, both of 
which target the activation of Cyclin B-CDK1. Both responses are triggered by the activation 
of ATM/ATR and the Chk1 and Chk2 kinases. In the p53-independent pathway, Chk1 and 
Chk2 phosphorylate CDC25s, leading to their sequestration in the cytoplasm by 14-3-3 
proteins, which prevents the activation of cyclin B-CDK1 by Cdc25 and results in a G2 arrest. 
Further inhibition of this complex takes place through a slowly activated p53-dependent 
pathway. P53 is stabilized in G2 by multiple post-translational modifications, and it 
contributes to the inhibition of Cyclin E-CDK1 by increasing the transcription of p21 and 
repressing the expression of Cyclin B. The Cdc25-CDK1 pathway is also regulated by polo-
like kinases PLK1 and PLK3 and the MK2 kinase. The activity of CDK1 is also directly 
regulated by the Wee1 and Myt1 kinases, which are regulated by PLK1 and Chk1 
phosphorylation and by BRCA1. Active CDK1 is able to stimulate its own further activation 
by an inner feedback loop involving Cdc25s, PLK1, Wee1 and Myt1 (dotted lines). Moreover, 
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the p38-MK2 pathway also contributes to the arrest in G2 by phosphorylation of Cdc25 and 
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Cyclin dependent kinase 5 (Cdk5) is a determinant of sensitivity to PARP inhibitors and 
ionizing radiation (IR) and is required for the intra-S DNA damage checkpoint. It is not 
however directly implicated in strand break repair suggesting a role in the earlier steps of 
checkpoint activation. We report here that Cdk5-depleted (Cdk5-KD) HeLa cells show higher 
sensitivity to IR when irradiated in S-phase, and to chronic hydroxyurea (HU) exposure, 5-
fluorouracil and 6-thioguanine. Cdk5-KD cells show altered basal S-phase dynamics caused 
by a slower replication velocity and fewer active origins per megabase of DNA, however they 
show a faster recovery from an HU block. This was accompanied by impaired RPA-32 
priming serine 29 and serine 33 phosphorylations and SMC1-Serine 966 phosphorylation as 
well as lower levels of DNA damage assessed by the alkaline Comet assay, gamma-H2AX 
signal intensity, RPA and Rad51 foci and RPA-32 serine 4 and serine 8 phosphorylation and 
levels of sister chromatid exchanges. In vitro kinase assays coupled with mass spectrometry 
showed that Cdk5 can phosphorylate RPA-32 on serines 23, 29, and 33. In addition lower 
Cdk5 levels were associated with longer metastasis free survival in breast cancer patients and 
lower cell survival in Cdk5 depleted breast tumor cells after treatment with IR and a PARP 
inhibitor. Taken together, these results show that Cdk5 is necessary for basal replication and 
replication stress checkpoint activation and opens up interesting clinical opportunities to 
enhance tumor cell killing in certain populations of breast cancer patients through agents that 
generate replication stress.  
 
KEY WORDS: Cdk5, Hydroxyurea, Replication stress, PARP-1, Ionizing Radiation 
RESUME 
La kinase dépendante des cyclines 5 (Cdk5) est un facteur de sensibilité aux inhibiteurs de 
PARP et aux rayonnements ionisants (RI), elle est nécessaire pour le point de contrôle du 
cycle cellulaire en phase S. Cependant, elle n’est pas directement impliquée dans la réparation 
des cassures de brin d’ADN, suggérant un rôle dans les étapes plus précoces de la 
signalisation des dommages. Nous rapportons ici que des cellules HeLa déplétées pour Cdk5 
(Cdk5 KD) montrent une grande sensibilité aux RI surtout lorsqu'elles sont irradiées en phase 
S, au 5-fluoro-uracile, à la 6-thioguanine et à une exposition chronique à l'hydroxyurée (HU). 
Les cellules Cdk5 KD montrent une altération de la dynamique de la phase S causée par une 
vitesse de réplication plus lente et une réduction des origines actives par mégabase d'ADN. En 
revanche, après un traitement au HU, ces cellules sortent plus rapidement du blocage en phase 
S. Ceci s’accompagne d’une déficience de la phosphorylation de RPA-32 sur les sérines 29 et 
33 et de SMC1 sur la sérine 966 ainsi que d’une réduction du niveau de dommages de l'ADN 
évalués par le test des comètes alcalines, de l’intensité du signal gamma-H2AX, des foyers 
RPA, Rad51 et RPA sur les sérines 4 et 8 ainsi que du niveau d'échanges de chromatides 
sœurs. Des essais kinase in vitro couplés à la spectrométrie de masse ont montré que Cdk5 
peut phosphoryler RPA-32 sur ses sérines 23, 29, et 33. De plus, des niveaux inférieurs 
d’expression de Cdk5 ont été associés à une meilleure survie sans métastases chez des 
patientes atteintes d’un cancer du sein et à une réduction de la survie des cellules de tumeurs 
du sein déplétées pour Cdk5 après un traitement aux RI et en présence d’un inhibiteur de 
PARP. Globalement, ces résultats montrent que Cdk5 est nécessaire pour la réplication basale 
et l'activation du point de contrôle en phase S en réponse à un stress réplicatif, ouvrant des 
perspectives cliniques intéressantes pour améliorer la destruction des cellules tumorales dans 
certaines populations de patientes atteintes de cancer du sein grâce à des agents qui génèrent 
un stress réplicatif. 
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